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 Les puces sont des insectes aptères, appartenant à l’ordre des Siphonaptères, qui parasitent 
les mammifères, dont l’Homme, et les oiseaux. Cet ordre compte 2 574 espèces, réparties en 16 
familles et 238 genres. La majorité des espèces d’intérêt médical et vétérinaire appartiennent à deux 
familles : la famille des Pulicidés, caractérisée par un thorax bien développé, et la famille des 
Sarcopsyllidés, au thorax court. Certaines espèces sont largement retrouvées sur les carnivores 
domestiques à travers le monde. Mâles comme femelles sont strictement hématophages à l’état 
adulte. Ainsi, via leurs piqûres, les puces peuvent être la source des désagréments majeurs pour les 
animaux et leurs propriétaires. Les affections liées aux puces représentent plus de 50 % des 
pathologies rencontrées en dermatologie vétérinaire et font partie des principaux motifs de 
consultation, ce qui explique pourquoi, aujourd’hui, le marché des produits antiparasitaires externes 
représente plusieurs milliards d’euros. L’importance économique de la lutte contre les puces est donc 
considérable.  Par ailleurs, les puces ont également un rôle pathogène indirect important. En effet, 
elles peuvent être vectrices d’agents infectieux tels que des parasites (cestodes, filaires), des virus et 
des bactéries. Parmi ces dernières, certaines ont un intérêt médical particulier puisqu’elles sont 
responsables de zoonoses. En effet, les bactéries du genre Rickettsia spp. peuvent être à l’origine de 
maladies comme la rickettsiose boutonneuse et le typhus murin ; et celles du genre Bartonella spp. 
sont connues pour être responsables d’affections comme la Maladie des Griffes du Chat (MGC). Cette 
dernière est aujourd’hui décrite dans le monde entier, et les soins administrés aux patients atteints 
ont un coût économique non négligeable.   
 
 La première partie de cette étude est une synthèse bibliographique portant, dans un premier 
temps, sur les puces les plus fréquemment rencontrées chez les carnivores domestiques en France. 
Elle permet de rappeler les données actuelles sur leur morphologie, leur cycle biologique et leur 
importance médicale. Dans un second temps, cette synthèse s’attache à décrire les agents pathogènes 
vectorisés par les puces et les répercussions cliniques de ces infections sur l’Homme et l’animal. Une 
attention particulière a été portée aux bactéries des genres Bartonella spp. et Rickettsia spp.  
 
 La seconde partie de ce travail correspond à une étude expérimentale originale réalisée sur les 
puces récupérées sur 191 animaux, dont 129 chats et 62 chiens. Tout d’abord, une analyse 
épidémiologique des différentes espèces de puces retrouvées a été réalisée, après leur diagnose. 
Ensuite, grâce à la biologie moléculaire et au séquençage, nous avons établi les prévalences de 
différentes espèces de bartonelles et de rickettsies dans ces parasites, tout en essayant d’identifier des 















LES PUCES DU CHIEN ET DU CHAT : MORPHOLOGIE, 











































 Les puces sont des ectoparasites associés aux mammifères et aux oiseaux depuis plus de 40 
millions d’années. Elles peuvent être, à l’état adulte, des parasites permanents de leur hôte (« puce de 
fourrure ») ou des parasites intermittents retrouvés dans la litière, le nid ou le terrier et ne parasitant 
leur hôte que pour se nourrir.  
 
 Dans le premier chapitre de ce travail de thèse, nous nous sommes efforcées de regrouper les 
informations descriptives disponibles dans la littérature sur les espèces de puces parasitant les chiens 
et les chats. Bien qu’il s’agisse de travaux non exhaustifs, nous nous sommes attachées à présenter 
plusieurs points essentiels : la morphologie des espèces d’intérêt, leur cycle biologique ainsi que leurs 
rôles pathogènes direct et indirect. Une attention particulière a été portée aux espèces retrouvées en 
France et possiblement identifiées sur les animaux inclus dans notre étude expérimentale. 
 
I. Position systématique (Beaucournu et al., 1990) (Ménier et Beaucournu, 1998)  
 
 Les puces font partie de l’embranchement des Arthropodes (Figure 1). Leur exosquelette est 
constitué d’une cuticule composée de chitine et porte des appendices articulés. Leur corps est 
segmenté et tagmatisé, c’est-à-dire formé de regroupements de métamères. Les puces sont des 
arthropodes Mandibulates, également appelés Antennates. En effet, elles portent, au niveau de leur 
tête, une paire de mandibules et une paire d’antennes. Il s’agit d’appendices souvent très chitinisés. 
Les puces font partie du sous-embranchement des Héxapodes, comprenant la classe des Insectes. Elles 
disposent donc de trois paires de pattes et leur corps est segmenté en trois tagmes bien distincts : la 
tête, le thorax et l’abdomen. Enfin, la respiration est assurée par un système trachéen relativement 
développé. 
 
Les puces forment l’ordre des Siphonaptères qui, lui-même, s’inscrit dans la sous classe des 
Pterygota. En effet, on pourrait les décrire comme des insectes ptérygotes devenus secondairement 
aptères par adaptation au parasitisme. D’autres adaptations morphologiques à cette vie d’ectoparasite 
sont remarquables : un corps aplati latéralement, un appareil buccal piqueur adapté au régime 
hématophage et une troisième paire de pattes très développée et adaptée au saut. De plus, il s’agit 
d’insectes holométaboles, c’est-à-dire que leur développement se caractérise par une métamorphose 
complète comprenant 4 stades : l’œuf, la larve, la nymphe et l’imago. Ainsi, la morphologie, la 
physiologie et le mode de vie des larves diffèrent complètement de ceux des adultes. Par ailleurs, ces 




















Figure 1. Classification des Siphonaptères (https://inpn.mnhn.fr) 
 
II. Morphologie générale des puces adultes  
 
 Comme mentionné précédemment, ces insectes ont subi plusieurs adaptations à leur vie dans 
la fourrure des animaux. En effet, plus de 94 % des espèces de puces parasitent les mammifères et les 
6 % restant sont des ectoparasites des oiseaux majoritairement (Mullen, 2009). Pour la suite de ce 
travail, nous avons choisi de décrire uniquement les puces de pelages. 
 
 D’un point de vue purement étymologique, le terme « Siphonaptera » provient du latin sipho 
qui signifie « tube » faisant référence à l’appareil piqueur, et aptera qui signifie « sans ailes ». Les 
siphonaptères sont donc munis d’un appareil buccal en forme de siphon et ne possèdent pas d’ailes. 
À l’âge adulte, les puces mesurent entre 1 et 8 mm de long. Elles sont recouvertes d’un tégument épais, 
la cuticule, de couleur brun à jaunâtre, qui porte des soies et des épines inclinées de l’avant vers 
l’arrière. Par ailleurs, certaines espèces sont pourvues de cténidies, aussi appelées peignes, qui 
correspondent à une série d’épines parallèles. La taille, la forme et le nombre de ces peignes sont 
variables. Leur nom dépend de leur région d’implantation sur le corps des puces. Ces cténidies se 
différencient des autres poils, cils, macrochètes et épines par leur attachement au tégument et leur 
innervation (Séguy, 1944). En effet, il s’agit de productions cuticulaires particulières sans innervation 
sensorielle. La conformation des puces, notamment leur aplatissement latéral, est adaptée à leur 
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mode de vie d’ectoparasite et facilite leurs déplacements dans le pelage de l’hôte. Comme 
précédement mentionné, leur corps est segmenté en 3 parties qui sont en continuité : la tête, le thorax 
(divisé lui-même en trois segments munis chacun d’une paire de pattes articulées) et l’abdomen qui 








Figure 3. Morphologie générale détaillée d’une puce adulte femelle (Lewis, 1993) 
 
1. La tête 
 
 La capsule céphalique, ou tête, prend une forme variable en fonction des espèces de puce. En 
effet, elle peut être ovalaire, trapézienne ou subrectangulaire. Elle est, le plus souvent, en « proue de 
vaisseau », autre adaptation à la vie sur un hôte recouvert de phanères. Les puces ne sont pas pourvues 
de cou et leur tête est prolongée par une lame postérieure sur le pronotum, ce qui limite sa mobilité. 
La plupart des espèces sont oculées et disposent d’antennes surmontant les yeux, de soies et de 
pseudo-soies ainsi que d’un appareil buccal adapté à la perforation de la peau et à la succion du sang 
(Figure 4). Par ailleurs, chez les mâles de divers genres, la région occipitale est creusée d'un sillon 
























Figure 4.  Capsule céphalique de C. felis, vue latérale, microscopie électronique (Franc, 1998) 
 
A. L’appareil oculaire 
 
 Les puces sont dotées d’une paire d’yeux dont le type fait encore débat aujourd’hui. En effet, 
en 1975, Rothschild a expliqué que leur structure et leur innervation sont en faveur d’yeux composés, 
c’est-à-dire constitués d’un ensemble d’ommatidies, et non d’ocelles. En 2017, Medvedev parlait 
également d’yeux composés mais extrêmement modifiés. Cependant, certains auteurs réfutent cette 
idée et affirment que les puces ont des yeux simples (Bussiéras, 1991 ; Kramer, 2001), munis d’une 
lentille et d’une couche pigmentée par exemple (Duvallet et al., 2017). Pour d’autres, ces yeux simples 
seraient réduits à une grosse ommatidie, voire seraient vestigiaux pour certaines espèces, notamment 
celles demeurant à l’obscurité des terriers ou des nids (Moulinier, 2002). Enfin, Mullen (2009) suggère 
qu’ils sont constitués d’une grappe d’ocelles.  
 
B. L’appareil antennaire 
 
 En arrière de chaque œil, se trouve une fosse ou gouttière antennaire qui protège une antenne 
de petite taille, plus développée chez les mâles que les femelles. Les fosses peuvent se rejoindre 
dorsalement pour former une structure inter-antennaire qui marque la séparation entre le front et 
l’occiput. Les antennes sont constituées d’un scape basal, d’un pédicelle intermédiaire et d’une massue 
(ou flagellum) distale segmentée en 10 lames foliacées (Séguy, 1944) (Figure 5). Au repos, les antennes 
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sont couchées et elles s’érigent parfois, chez le mâle, lors de la copulation afin d’aider au maintien de 
la femelle (Humphries, 1967). En effet, les antennes portent sur leur face interne une plage de 











Figure 5. Antenne de C. felis, vue latérale (Snodgrass, 1946) 
 
C. Les cténidies génales et soies  
 
 Chez de nombreuses espèces de puces, on trouve des pseudo-soies en forme de dents rangées 
côte-à-côte, généralement localisées à la partie postéro-ventrale de la capsule céphalique (gena). 
Cette formation, appelée ctenidie génale, est symétrique des deux côtés de la tête et se prolonge vers 
l’arrière par l’apophyse génale ou processus génal. Pour certains auteurs, ces peignes auraient un rôle 
dans la protection de l’œil ou dans la fixation au pelage pendant le repas (Traub, 1980). Pour Medvedev 
(2017), les cténidies ont trois autres rôles majeurs. Premièrement, elles permettent la protection des 
articulations, notamment celles situées entre les pièces buccales et la tête. Deuxièmement, elles 
facilitent le glissement du corps des puces parmi les poils de l’hôte. Enfin, elles préviennent 
l’écrasement pendant le toilettage de l’hôte puisque les points de fixation des cténidies sont fortement 
épaissis (sclérotisés), ce qui augmente l’élasticité des parois et donc la résistance du corps à la pression. 
  
Chez certaines espèces, la tête des puces est également assortie de soies frontales, occipitales 
ou oculaires ainsi que de l’arc tentorium, expansion interne de l’exosquelette en avant de l’œil. Par la 
suite, nous montrerons l’utilité de ces caractères céphaliques pour la détermination des espèces. 
 
D. L’appareil buccal  
 
 Les puces mâles et femelles sont hématophages à l’état adulte et sont donc munies d’un 
appareil buccal de type piqueur-suceur. Le dispositif buccal est constitué d’un canal alimentaire, par 






est percé par un stylet épipharyngien médian richement innervé et porteur de nombreux récepteurs 
sensoriels. Sa réunion avec les deux laciniae latérales, véritables stylets perforants, permet l’aspiration 
du sang. D’autre part, l’appareil buccal est composé d’un labium portant une paire de palpes labiaux 
formant un fourreau et servant à protéger le canal alimentaire. Une paire de palpes maxillaires est 
présente au-dessus des maxilles. À la base des maxilles, se fixe une paire de stipes qui cache la partie 
proximale de l’appareil buccal. Ces stipes se dégagent vers l’arrière au moment de la piqûre afin de 
libérer les pièces vulnérantes. La dernière pièce buccale est un hypopharynx qui protège la pompe 

















Figure 6. Appareil piqueur de C. felis, vue latérale, microscopie photonique (Franc, 1998) 
 
2. Le thorax  
 
 Le thorax des puces est divisé en trois segments : le prothorax, le mésothorax et le métathorax. 
Dorsalement, chacun de ces segments est recouvert d’un sclérite bien individualisé : le pronotum, le 
mésonotum et le métanotum. Ventralement, on trouve des plaques pleuro-sternales articulées qui 
résultent de la fusion entre les sclérites ventraux et pleuraux : le prosternum, le mésosternum et le 
métasternum. Ventralement, le mésosternum est traversé par une tige pleurale caractéristique et le 




A. L’appareil locomoteur 
 
 Bien que dépourvu d’aile, le thorax porte trois paires de pattes dont la troisième, très 
développée, est adaptée au saut. 
 
 Chaque patte est constituée de cinq éléments : une hanche large ou coxa, un trochanter réduit, 
un fémur, un tibia et un tarse (Figure 7). Ce dernier est lui-même divisé en cinq articles. Le cinquième 
article du tarse porte une paire de griffes robustes, recourbées, finement dentées sur leur face interne 
et avec une protubérance saillante à leurs bases. Ainsi, la conformation des pattes facilite le 
déplacement des puces puisque le poil de l’hôte vient se coincer entre la griffe et sa protubérance 








Figure 7. Anatomie de la patte d’Archeopsylla erinacei - A : photographie au microscope 






B. Les cténidies et spinules thoraciques 
 
 De même qu’au niveau de la tête, on peut trouver des peignes sur le thorax en fonction des 
espèces de puces : une cténidie protonale localisée à la marge postérieure du pronotum, une cténidie 
fixée à la marge postérieure du métanotum ou encore des ctenidies sur les tibias de la troisième paire 
de patte. Ces cténidies ont les mêmes rôles que les cténidies génales (Medvedev, 2017).  
 
Les spinules, correspondant probablement à des vestiges de ctenidies, sont visibles sur le bord 
postérieur des segments méso- et métathoraciques, mais aussi de certains segments dorsaux de 
l'abdomen. 
 
3. L’abdomen  
 
                L’abdomen des puces comporte dix segments, avec des segments postérieurs qui ne sont pas 
nettement identifiables, chacun constitué d’un tergite et d’un sternite réunis par des pleurites. La forte 
distension abdominale lors des repas sanguin est permise par les membranes reliant les segments. Sur 
le bord libre des tergites abdominaux, sont présentes des spinules et des pseudo-soies.  
 
A. Le sensilium  
  
 Sur le dixième tergite, on trouve le sensilium qui correspond à une plage convexe portant un 
nombre variable de longues soies fines appelées trichobothries. Le sensilium est un organe sensoriel 
permettant aux puces de détecter les mouvements de l’air, les vibrations et les gradients de 
température. De plus, il faciliterait la copulation chez certaines espèces. Enfin, il jouerait un rôle 
important dans la détection de la présence d’un hôte ainsi que dans l’initiation des réponses de fuite 
(Mullen, 2009). 
  
B. Les organes génitaux  
  
 Les organes de reproduction des puces sont issus de la transformation des segments 
abdominaux VIII, IX et X. 
  
a. L’appareil génital mâle 
  
 Chez le mâle, l’anatomie de l’appareil génital est assez complexe et peut être décrite selon 
deux parties :  
16 
 
- La partie interne, constituée des organes péniens (issus du tergite X) ainsi que d’une paire de 
testicules fusiformes.  
- La partie externe, issue du segment IX très modifié chez le mâle, où le tergite est transformé 
en pinces copulatrices (également appelées claspers, forceps ou phalosomes) (Snodgrass, 
1946). Ces pinces ont pour rôle de maintenir les femelles pendant la copulation (Mullen, 2009).  
 
b. L’appareil génital femelle  
  
 Chez la femelle, entre les sternites IX et X, sous les lobes anaux, se trouve un orifice génital 
s’ouvrant sur une chambre génitale précédant le vagin. Le lieu de rencontre entre les ovocytes et les 
spermatozoïdes se nomme la bourse copulatrice et se situe sur la paroi vaginale dorsale. Ensuite, se 
trouve la spermathèque, réceptacle sclérifié facilement identifiable chez la puce femelle ayant pour 
rôle de stocker les spermatozoïdes (Figure 8). La spermathèque est reliée aux ovaires qui, eux, sont 











III. Le cycle biologique 
 
 Dans cette partie, nous prendrons comme exemple le cycle biologique de C. felis (Figure 9). La 
puce du chat est sédentaire de son hôte, la reproduction a donc lieu sur ce dernier (Dryden et Rust, 
1994). L’accouplement se fait généralement une fois que le premier repas sanguin est effectué et la 
ponte se déroule dans les 24 à 48 heures après ce dernier (Zakson-Aiken et al., 1996). Le bon 
déroulement du cycle biologique est dépendant de la présence de l’hôte et se fait en fonction de la 
température et de l’humidité. En général, une température de 20 à 30°C et une humidité relative d’au 
moins 70 %, paraissent représenter des conditions idéales de développement. Dans ces conditions, 
une femelle pond entre 20 et 30 œufs par jour. En l’absence d’hôte, et donc de stimulation des cocons, 
le cycle peut durer jusqu’à 6 mois, mais dans les conditions optimales, la durée moyenne est comprise 
entre 15 et 21 jours (Dryden et Rust, 1994). 
 
 






1. Les œufs  
 
 Contrairement à ce qui est observé chez le moustique, le cycle de la puce n’est pas 
gonotrophique ou trophogonique, c’est-à-dire qu’un repas de sang n’est pas indispensable à la 
reproduction. Les œufs sont pondus un à un, en continu, dans la fourrure. Ils sont de forme ovoïde, de 
couleur blanc-perle à jaune et mesurent entre 0,3 et 0,5 mm de long. Les œufs ne collent pas aux poils 
et restent environ deux heures dans le pelage avant de tomber (Beugnet et Halos, 2015). Ainsi, ils se 
retrouvent au sol et éclosent en un à dix jours en fonction de l’humidité et de la température (Dryden 
et Rust, 1994). Dans le cas de C. felis, environ  50 % des œufs éclosent à une température de 35°C et 
une humidité relative de 75 %, alors qu’aucune éclosion n’est observée si le taux d’humidité est réduit 
à 33 ou 50 % (Dryden et Rust, 1994).  
 
2. Les larves  
 
 Elles sont vermiformes, mesurent entre 2 et 5 mm de long et sont libres dans l’environnement. 
De couleur claire à l’éclosion, elles prennent rapidement une couleur sombre liée à la présence de 
nourriture dans leur tube digestif. Les larves sont détritiphages. Elles se nourrissent des fèces d’imagos 
présents dans la litière, contenant du sang plus ou moins digéré. Elles sont également capables de 
déclencher un réflexe de défécation chez une puce adulte, en stimulant le sensilium de cette dernière 
(Molyneux, 1967). Les larves sont très sensibles à la dessiccation. En effet, une humidité inférieure à 
33 % leur est fatale  (Silverman et al., 1981). Elles cherchent ainsi à gagner des endroits protégés (sous 
un meuble, entre les plinthes d’un plancher, au fond des fibres d’un tapis) par des mouvements de 
reptation. Leur développement dure entre 10 et 20 jours et comprend trois stades larvaires (Franc, 
1998).  
 
3. Les nymphes ou pupes 
 
 À la fin du développement larvaire, la larve de troisième stade va migrer dans un lieu abrité et 
calme, puis s’accrocher en U à un support vertical pour tisser un cocon sur elle-même. Elle synthétise 
alors, à l’aide d’une paire de glandes séricigènes mandibulaires, les protéines qui formeront la soie 
utilisée pour construire le cocon pupal (Dryden et Smith, 1994). Le tissage étant lâche et collant, de 
nombreux débris viennent y adhérer et camouflent ainsi le cocon. Ce dernier mesure environ 4 mm de 
long sur 2 mm de large et est de couleur blanchâtre (Figure 10) (Kramer, 2001). On peut retrouver ces 






Figure 10. Cocon de C. felis (photographie originale) 
 
 La larve commence à se transformer en nymphe environ 18 heures après la fin de la confection 
du cocon. Si la larve est dérangée avant le début de cette transformation, elle peut sortir de son cocon 
pour en refaire un nouveau ou rester en « pupe nue ». Contrairement aux stades larvaires qui sont très 
actifs, la nymphe reste immobile et protégée dans son cocon tout au long de son développement. 
  
Dans des conditions favorables, le stade nymphal dure une dizaine de jours. Cependant, si 
l’hôte n’est pas présent dans l’environnement, la puce peut rester en dormance dans son cocon jusqu’à 
six mois (Dryden, 1996). L’éclosion se fera à la faveur de divers stimuli comme des vibrations, une 
augmentation de la température ou des dégagements de CO2, traduisant la présence de l’hôte dans 
l’environnement. Le stade nymphal est le plus résistant à la dessication, mais les pupes peuvent mourir 
si la température atteint des extrêmes, notamment si elle devient inférieure à 3°C ou supérieure à 35°C 




 Suite à un stimulus extérieur les jeunes puces vont utiliser leur aptitude au saut pour infester 
un hôte sur lequel la longévité a été estimée à 15 à 30 jours (Beugnet et Halos, 2015). Dans des 
conditions domestiques standard, sans hôte ni nourriture, la survie des jeunes puces n’excède pas les 
12 jours (Miller, 2013). Une femelle qui pond 20 œufs par jour, dont environ 50 % deviendront des 
puces adultes femelles, sera responsable d’une infestation de plus de 20 000 adultes et 160 000 pré-





IV. Importance médicale en médecine vétérinaire 
 
 Le comportement alimentaire des puces, donc l’hématophagie, est à l’origine de troubles 
médicaux nombreux chez leurs hôtes.  
 
1. Rôle pathogène direct  
 
 Les puces ont un rôle pathogène direct dû à l’inoculation de leur salive irritante et allergisante 
lors de la piqûre. En effet, cette dernière peut causer de nombreuses dermatoses et phénomènes 
allergiques. De plus, lors d’infestations massives, les repas sanguins peuvent être la cause d’anémies.  
 
A. La spoliation sanguine  
 
 Une puce femelle peut consommer entre 10 et 15 fois son poids en sang par jour (Miller, 2013). 
Plus précisemment, une femelle de C. felis consomme quotidiennement 13,6 µL de sang (Dryden et 
Rust, 1994). Ainsi, pour une population totale de 72 puces, c’est environ 1 mL de sang qui est spolié à 
l’hôte chaque jour (Wall, 2001). Les animaux peuvent être atteints d’une anémie chronique ferriprive 
à l’origine de graves conséquences, notamment sur les individus de petite taille. En effet, en Côte 
d’Ivoire, des infestations massives à Ctenocephalides felis strongylus ont déjà été responsables d’une 
forte mortalité chez des veaux et des agneaux (Yao et al., 2006).  
 
B. La pulicose vraie ou pulicose simple 
 
 La pulicose correspond à une infestation de l’animal par des puces, à l’origine d’une irritation 
cutanée. Le mécanisme pathogénique de la pulicose repose sur l’action traumatique, irritative, 
inflammatoire et spoliatrice des puces sans intervention des phénomènes d’hypersensibilité ni de 
modifications sensibles des taux d’immunoglobulines de l’hôte (IgG et IgE). En effet, les puces injectent 
une salive contenant des enzymes aux propriétés anticoagulantes et vasodilatatrices pouvant causer 
de sévères irritations et éruptions cutanées. La pulicose est souvent discrète d’un point de vue clinique, 
voire asymptomatique, mais souvent associée à la présence de siphonaptères et de leurs déjections 
facilement identifiables. Les effets des piqûres dépendent surtout de la sensibilité individuelle de 
l’hôte. Ils se manifestent par un prurit plus ou moins intense. Ainsi, les propriétaires consultent le 
vétérinaire car leur animal se gratte, se mordille et se lèche de façon intempestive. La pulicose 
correspond à la phase de « l’injection sensibilisante » d’un phénomène d’hypersensibilité de l’animal 




C. La dermatite allergique aux piqûres de puces 
 
 Dans les cas les plus sévères, et chez les individus les plus sensibles, une allergie à la piqûre ou 
dermatite allergique aux piqûres de puces (DAPP) peut se développer. La DAPP est due à des 
mécanismes d’hypersensibilité immédiate et/ou retardée. Souvent la première piqûre ne provoque 
pas de réaction observable, mais l’hôte peut développer une hypersensibilité aux antigènes présents 
dans la salive des puces (Bourdoiseau, 2000). Ainsi, les piqures suivantes pourront déclencher une 
DAPP. Chez le chien, les lésions primaires sont généralement des petites papules croûteuses à l’origine 
d’un prurit intense, aboutissant à des zones d’alopécie ou à des pyodermites traumatiques. Chez le 
chat, la DAPP peut se manifester sous forme de dermatite miliaire, d’alopécie extensive féline ou de 
lésions appartenant au complexe granulome éosinophilique félin (CGEF). 
 
2. Rôle pathogène indirect 
 
 Les puces sont essentiellement connues pour leur rôle pathogène direct mais, outre les 
anémies et les dommages causés à la peau, les puces sont aussi des vecteurs d’agents pathogènes 
d’importance médicale et vétérinaire. En effet, les puces jouent le rôle de vecteur mécanique pour des 
protozoaires comme des trypanosomes, des bactéries telles que Francisella tularensis, l’agent de la 
tularémie, et des virus comme le poxvirus responsable de la myxomatose. D’autre part, elles sont des 
vecteurs biologiques de certains nématodes, notamment Dipilydium caninum et de bactéries comme 
les bartonelles. Les modes de transmission sont variés puisque les agents pathogènes peuvent être 
inoculés via la piqûre avec ou sans régurgitation du contenu du proventricule, comme pour l’agent de 
la peste ou les rickettsies respectivement, mais aussi via les déjections de la puce comme c’est le cas 
pour les bartonelles et certaines espèces de rickettsies. De plus, le mode transmission de D. caninum 
à l’hôte vertébré est original : la puce doit être ingérée par l’homme ou l’animal pour que le vers puisse 
poursuivre son cycle. Par ailleurs, la faible spécificité de certaines espèces de puces pour leur hôte 
renforce leur potentiel de transmission interspécifique.  
 
 Dans la partie expérimentale de ce travail de thèse, nous nous focaliserons uniquement sur les 
bactéries zoonotiques transmises par les puces des carnivores domestiques, notamment celles des 







V. Principales espèces de puces rencontrées chez le chien et le 
chat en France  
 
 
 D’après la littérature déjà existante, plusieurs espèces de puces sont retrouvées sur les chiens 
et les chats en France.  
 
1. Ctenocephalides felis 
 
 Ctenocephalides felis felis, sous-espèce de l’espèce C. felis, est surnommée « la puce du chat » 
et sera appelée C. felis dans la suite de ce travail. Il s’agit de la puce la plus fréquemment retrouvée 
sur les carnivores domestiques dans de nombreux pays (Annexe 1 et 2). Originaire d’Afrique, il s’agit 
d’une espèce bien adaptée aux climats chauds. Aujourd’hui, elle est cosmopolite et retrouvée dans le 
monde entier, aussi bien en milieu urbain que rural et sur des animaux vivant à l’extérieur comme à 
l’intérieur. Bien qu’un pic d’abondance ait été observé en période estivale, il s’agit d’une puce que l’on 
rencontre toute l’année sur les animaux vivant en intérieur si les conditions sont favorables au 
déroulement de leur cycle biologique (Kramer, 2001).  
 
 A l’état adulte, C. felis est généralement sédentaire sur son hôte. Il semblerait qu’elle ait été 
retrouvée sur plus de 50 hôtes différents dans le monde entier (Wall, 2001). On parle donc de 
préférence d’hôte plus que de « spécificité » pour C. felis. Ainsi, en plus des chiens et des chats, elle 
parasite d’autres carnivores comme les opossums (Dydelphis spp.) et les ratons laveurs (Procyon lotor), 
mais également les herbivores comme les chevaux, les bovins, les petits ruminants, les porcins et les 
volailles (el Bahrawy et al Dakhil, 1993 ; Sorvillo et al., 1993 ; Pung et al., 1994 ; Ménier et Beaucournu, 
1998 ; Psaroulaki et al., 2006). Elle peut également piquer l’homme. Comme cette espèce est plus 
inféodée à un biotope qu’à un hôte, elle est capable d’infester tous les individus partageant le même 
foyer (Bitam et al., 2010). Bien que C. felis soit peu spécifique, il semblerait que le nombre d’œufs 
fertiles produits à la suite d’un repas sanguin sur un chat soit plus important qu’à la suite d’un repas 
sur un autre hôte  (Dryden, 1989). 
 
2. Ctenocephalides canis 
 
 Ctenocephalides canis, également appelée « la puce du chien », est aussi une puce 
cosmopolite. Il s’agit de l’espèce de puce prédominante retrouvée sur les chiens dans certains pays 
(Annexe 2). Contrairement à la puce du chat habituellement retrouvée sur les chiens vivant en milieu 
urbain, C. canis est plutôt identifiée sur les chiens de travail vivant en milieu rural, en altitude, en 




 Son spectre d’hôte est plus étroit que celui de C. felis. Elle infeste principalement les canidés 
domestiques et sauvages tels que le renard roux (Vulpes vulpes), le loup (Canis lupus), le chacal (Canis 
aureus) et le chien (Beaucournu et al., 1990). Elle a été retrouvée également chez la fouine (Martes 
foina), le putois (Mustela putorius) et le rat brun (Rattus norvegicus) (Beaucournu et al., 1990). Des 
études épidémiologiques ont montré que C. canis peut également être rencontrée chez le chat, mais 
avec une prévalence nettement inférieure à celle de C. felis (Annexe 1). Des études ont également mis 
en évidence que les œufs pondus par des puces C. canis préalablement nourries sur chats évoluaient, 
par la suite, en adultes viables mais en nombre bien inférieur à celui obtenu avec des C. canis nourries 
sur chiens (Cadiergues, 2000).   
 
3. Pulex irritans 
 
 Pulex irritans, ou puce de l'Homme, est une espèce dont les canidés domestiques sont le 
réservoir principal (Beaucournu et al., 1990). Elle semble également être très adpatée à 
l’environnement humain et pique volontiers l’Homme. Elle est retrouvée, généralement, sur les 
personnes vivant dans une certaine précarité ou en contact avec des animaux de rente (Gracia et al., 
2000 ; Rahbari et al., 2008).  Bien que désignée comme étant la puce de l’Homme, on peut la retrouver 
sur une grande variété de mammifères (Buckland et Sadler, 1989 ; Bitam et al., 2010). En effet, elle 
infeste les chats et chiens mais aussi de nombreux animaux de production comme les petits ruminants 
et les porcins (Christodoulopoulos et Theodoropoulos, 2003).  
 
 Il s’agit d’une espèce cosmopolite, même si elle se fait de plus en plus rare en milieu urbain 
dans les pays développés, notamment aux Etats-Unis et dans les pays du nord de l’Europe (Rahbari et 
al., 2008). Elle est désormais principalement retrouvée en milieu rural et semble pouvoir se reproduire 
abondamment dans les étables (Christodoulopoulos et Theodoropoulos, 2003). De même, elle est 
surtout rencontrée dans les régions au climat tempéré, avec un pic d’activité observé putôt lors des 
mois les plus chauds (Beck et al., 2006 ; Christodoulopoulos et Theodoropoulos, 2003). En France, P. 
irritans a récemment été isolée dans un élevage ovin des Hautes-Pyrénnés (Bouhsira et al., 2015). 
   
4. Archaeopsylla erinacei 
 
 Archaeopsylla erinacei a pour hôte principal le hérisson. Géographiquement, elle est surtout 
présente en Europe, dans le pourtour méditerranéen jusqu’en Afrique du Nord et en Amérique du 




 A l’inverse des espèces citées précédement qui peuvent se reproduire sur une grande variété 
de mammifères, A. erinacei est assez spécifique du hérisson (Whiting et al., 2008). Cependant, elle 
peut également être retrouvée sur des chats ou des chiens à la suite d’un contact avec son hôte 


























































































Ce chapitre est une synthèse bibliographique des agents pathogènes zoonotiques 
transmissibles par les différentes espèces de puces retrouvées chez les chiens et chats domestiques. 
Nous y développons les caractéristiques étiologiques et épidémiologiques de chaque agent ainsi que 
leurs répercussions cliniques chez l’Homme et l’animal. 
 
I. Définitions : zoonoses et notion de vecteur 
 
L’Organisation Mondiale de la Santé (OMS) définit les zoonoses comme les maladies et 
infections qui se transmettent naturellement des animaux vertébrés à l’Homme et vice-versa. Savey 
et Dufour, en 2004, font mention de maladies, d’infections ou d’infestations provoquées par des 
agents transmissibles (bactéries, virus, parasites ou prions) se développant, au moins, chez deux 
espèces de vertébrés dont l’Homme. À l’heure actuelle, 60 % des agents pathogènes humains sont 
d’origine animale et sont transmis par diverses voies, dont la voie vectorielle. Ces maladies à 
transmission vectorielle sont responsables de plus de 17 % des infections chez l’Homme et provoquent 
plus d’un million de décès chaque année dans le monde. 
 
 Un vecteur est défini comme un être vivant, le plus souvent un arthropode, ayant la capacité 
de transmettre une maladie à des hôtes vertébrés, dont l’Homme, après s’être infecté lors du repas 
sanguin. On distingue deux catégories de vecteurs : les vecteurs mécaniques et les vecteurs 
biologiques. Les premiers transmettent le micro-organisme pathogène sans multiplication de celui-ci, 
contrairement aux vecteurs biologiques dans lesquels le micro-organisme pathogène se multiplie 
avant la transmission. 
 
II. Helminthes zoonotiques transmis par les puces 
 
Les animaux domestiques peuvent être infestés par une grande variété de nématodes, 
cestodes et trématodes. Certains de ces helminthes sont zoonotiques : les chiens et chats sont donc 
réservoirs de parasites pour l’Homme. Les puces peuvent être des hôtes intermédiaires de ces agents 
pathogènes. 
 
1. Dipylidium caninum 
 
Dipylidium caninum est un cestode à cycle dixène retrouvé dans le monde entier. À l’état 
adulte, il infecte l’intestin grêle des chiens et des chats domestiques ainsi que des canidés et félidés 
sauvages comme le renard roux, le loup, le coyote… (Wangermez, 1995). Il a pour hôte intermédiaire 
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un insecte : la puce (C. felis, C. canis ou P. irritans) et accessoirement le pou mallophage (Trichodectes 
spp.) (Euzéby, 1966). L’Homme, et particulièrement l’enfant en bas âge, peut-être infesté de façon 
accidentelle. Il s’agit dont d’un parasite zoonotique, induisant une maladie appelée la dipylidiose. 
 
A. Dipylidium caninum chez l’hôte définitif 
 
L’hôte définitif s’infeste en ingérant l’hôte intermédiaire, la puce ou le pou, infesté de larves 
de D. caninum : cela se produit fréquemment lorsque l’animal se mordille du fait du prurit. Une fois 
dans l’intestin grêle de l’hôte définitif, le scolex de la larve se dévagine, il se fixe à la muqueuse du tube 
digestif et la larve se désenkyste sous l’action des enzymes intestinales. La segmentation se réalise 
rapidement et de façon intense. Selon Euzéby (1966), les segments mûrs de D. caninum se formeraient 
dix jours après l’infestation du chien et l’élimination des segments gravides commencerait après trois 
semaines. La libération des segments ovigères se fait de façon active, en dehors des périodes de 
défécation.  
 
Dipylidium caninum est le cestode le plus fréquemment rencontré chez le chien d’après une 
étude de 1990 réalisée en France (Malet, 1990). Plus récemment, la prévalence moyenne de la 
dipylidiose serait d’1,28 % chez nos animaux de compagnie, après questionnement des vétérinaires 
français (Roussel, 2008). La dipylidiose semble majoritairement toucher les femelles de plus d’un an 
vivant en milieu urbain (Franc et al., 1997 ; Engbæk et al., 1984). Le passage des anneaux gravides est 
à l’origine d’une irritation anale et d’un vif prurit, se manifestant par du léchage et des mordillements 
ou par le signe du traineau. Un engorgement des sacs anaux ainsi qu’une dermatite de la région 
périanale sont parfois notés. Lors d’infestations massives, des signes gastro-intestinaux ont également 
été décrits et peuvent causer un amaigrissement ou un retard de croissance chez le jeune (Mani et 
Maguire, 2009 ; Beugnet et al., 2013). Cependant, la plupart du temps, l’infestation par D. caninum est 
asymptomatique chez l’animal.  
 
La dipylidiose est généralement décrite chez les enfants du fait de leur association étroite avec 
les animaux domestiques, mais peut exister chez les adultes (Adam et al., 2012). Dans une étude 
rétrospective, 30 % des patients atteints de dipylidiose avaient moins de six mois, 85 % avaient moins 
de huit ans et le plus jeune patient était âgé de cinq semaines (Wong, 1955). Un article de revue récent 
a recensé 14 cas de dipylidiose humaine diagnostiqués au cours des vingt dernières années, dont deux 
seulement chez des adultes (García-Agudo et al., 2014). En 2017, Jiang et al., ont rapporté 349 cas 
humains depuis la première description de cette maladie, répartis dans plus de 24 pays du monde, et 
dont plus des deux tiers étaient des enfants en bas âge. Chez l’Homme, l’infestation se fait par 
ingestion accidentelle de puces infestées et les vers adultes se développent en quelques semaines. La 
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charge parasitaire est généralement faible et le cestode ne se multiplie pas (Cabello et al., 2011). Cette 
parasitose est donc, le plus souvent, asymptomatique mais de légères douleurs abdominales, du prurit 
anal et des diarrhées ont été décrits (Taylor, Zitzmann, 2011 ; Narasimham et al., 2013). 
 
B. Dipylidium caninum chez l’hôte intermédiaire 
 
Dans le milieu extérieur, les œufs de D. caninum sont ingérés par les larves de puces du fait de 
leur mode d’alimentation détriticole. Le parasite reste en quiescence jusqu’à l’éclosion de la puce 
adulte, dans laquelle il va devenir une larve infestante pour l’hôte définitif. Ce développement prend 
plusieurs jours (Bussièras et Chermette, 1988) et est dépendant de facteurs tels que la température : 
plus elle est élevée, plus D. caninum va rapidement se développer (Pugh, 1987). De plus, lorsque 
l’infestation a lieu peu de temps avant la nymphose, elle est généralement plus importante et à 
l’origine d’effets néfastes sur C. felis : malformations, léthargie, mortalité favorisant l’ingestion de la 
puce par l’animal (Chen, 1934 ; Guzman, 1984). 
 
Plusieurs études rapportant la prévalence de l’infestation naturelle des puces par D. caninum 
ont été réalisées. Dernièrement, au Royaume-Uni, 14 pools d’ADN de puces sur 470 se sont révélés 
positifs pour D. caninum (3% ± 95% IC 1,53%) (Abdullah et al., 2019). Parmi ces échantillons infectés 
par D. caninum, dix ont été prélevés sur des chats et un sur un chien. De même, Beugnet et al. (2014a) 
ont analysé 1 701 C. felis (dont 1 969 recueillies sur 435 chats et 732 sur 178 chiens) et 2 828 C. canis 
(collectées chez 396 chiens). Ils ont montré que la prévalence chez les puces était relativement faible : 
l’ADN de D. caninum a été trouvé dans 2,23 % des C. felis collectées sur les chats, dans 5,2 % des C. 
felis collectées sur les chiens et dans 3,1 % des C. canis. Ces résultats sont comparables aux prévalences 
obtenues dans des études épidémiologiques plus anciennes. Hinaidy (1991) a, quant à lui, évalué la 
prévalence par détection directe des larves de D. caninum dans les puces, en réalisant des dissections. 
Il a constaté des taux d'infestation de 2,3 % pour C. felis chez le chat, 1,2 % pour C. felis chez le chien, 
et 3,1 % pour C. canis chez le chien.  
 
2. Acanthocheilonema reconditum 
 
Anciennement Dipetalonema reconditum, Acantocheilonema reconditum est une filaire à cycle 
dixène responsable d’une filariose décrite partout dans le monde, notamment dans le bassin 
méditerranéen, au Moyen-Orient, en Afrique du Sud, en Amérique du Sud et en Océanie (Brianti et al., 
2012). Les hôtes définitifs d’A. reconditum sont les canidés domestiques et sauvages, le chameau et 
accidentellement l’Homme (Irwin et Jefferies, 2004) ; mais ce parasite a récemment été identifié chez 
trois chats thaïlandais (Wongkamchai et al., 2014). De récentes études ont confirmé le rôle vecteur des 
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puces pour A. reconditum alors que celui des tiques ixodidés a été définitivement rejeté (Napoli et al., 
2014). 
 
A. Acanthocheilonema reconditum chez l’hôte définitif 
 
Le mode de transmission d’A. reconditum est encore incertain : soit par piqûre au moment de 
la prise du repas sanguin (Leite et al., 2012 ; Napoli et al., 2014) ou, moins probablement, par ingestion 
du vecteur infesté (Sivagurunathan et Atwa, 2017). La forme adulte d’A. reconditum se localise dans le 
tissu conjonctif sous-cutané, la cavité abdominale et le tissu adipeux périrénal (Villeneuve, 2013). Les 
femelles, une fois fécondées, libèrent des microfilaires qui passent dans la circulation générale de 
l’hôte définitif. Leur nombre serait indépendant du degré d’infestation de la puce à l’origine de la 
contamination de l’hôte définitif (Pennington, Phelps, 1969 ; Brianti et al., 2012). 
 
De nombreuses études concernant la prévalence de cette filariose chez le chien ont été 
réalisées en Europe. Elle varie entre 1,3 % en Grèce (Diakou et al., 2016) et 16,5 % dans la région du 
Vésuve en Italie (Cringoli et al., 2001). Chez le chat, l’infestation semble anecdotique, avec une 
prévalence de l’ordre de 0,15 % rapportée en Thaïlande (Wongkamchai et al., 2014). 
Acanthocheilonema reconditum est considérée comme l’une des filaires les moins pathogènes chez le 
chien puisque, dans la majorité des cas, un animal microfilarémique ne présente pas de signe clinique. 
Cependant, il a été remarqué, chez des chiens infestés expérimentalement, un plus grand nombre de 
leucocytes et d’éosinophiles circulants que chez les chiens sains (Leite et al., 2012).  
 
Acanthocheilonema reconditum est très rarement zoonotique. Les localisations oculaires 
paraissent préférentielles chez l’Homme. Les larves semblent suivre le nerf optique, ou bien être 
transportées jusqu’à l’œil via la circulation générale. Une fois dans l’œil, les larves, protégées de la 
réponse immunitaire de l’hôte, y termineraient leur cycle (Otranto et Eberhard, 2011 ; Brianti et al., 
2012). Les parasites sont généralement retrouvés dans la chambre antérieure de l’œil, sous la 
conjonctive et dans l’humeur vitrée, pouvant engendrer une hyperhémie conjonctivale et un chémosis 
(Huynh et al., 2001 ; John et al., 2012). 
 
B. Acanthocheilonema reconditum chez l’hôte intermédiaire 
 
Ces microfilaires peuvent être ingérées lors d’un repas sanguin par des puces ou des poux. Les 
espèces reconnues comme hôtes intermédiaires sont les suivantes : C. canis, C.  felis, P. irritans, Pulex 
simulans et Echidnophaga gallinae pour les puces ; Heterodoxus spiniger et Linognathus setosus pour 
les poux (Leite et al., 2012 ; Sivagurunathan et Atwa, 2017). L’infestation par A. reconditum ne semble 




Des études de prévalence d’A. reconditum chez les puces rapportent qu’elle s’élève à 70,5 % 
lorsque les puces sont issues d’animaux microfilarémiques et 5,1 % lorsqu’elles ont été prélevées sans 
prendre en compte le statut de l’animal (Pennington et Phelps, 1969 ; Brianti et al., 2012). 
 
3. Hymenolepis diminuta 
 
Hymenolepis diminuta est un cestode cosmopolite à cycle dixène. Ce parasite est 
communément rencontré chez les muridés et occasionnellement chez les carnivores domestiques ou 
chez l’Homme.  
 
La transmission du parasite se fait par ingestion de l’arthropode infesté, le plus souvent chez 
les enfants (Kılınçel et al., 2015). La plupart du temps, les infections humaines sont asymptomatiques 
mais de légers troubles digestifs ont également été décrits. 
 
De nombreux insectes peuvent assurer l’évolution d’H. diminuta, ce qui explique le caractère 
cosmopolite de celui-ci : des coléoptères granivores, des aphaniptères (c’est-à-dire des puces), des 
lépidoptères et des myriapodes. Il a été démontré que Xenopsylla cheopis est un hôte intermédiaire 
naturel du parasite (Gárate et al., 2011). Des études anciennes rapportent également que ce cestode 
pourrait se développer chez C. felis (Marshall, 1967), C. canis et P. irritans (Oldham, 1931). Cependant 
aucune étude récente n’a de nouveau investigué l’importance de ces espèces de puces dans 
l’épidémiologie d’H. diminuta. Comme c’est le cas pour D. caninum, les larves de puces s’infestent par 
ingestion de fèces contaminés (Kalaivani et al., 2014). 
 
III. Bactéries zoonotiques transmises par les puces 
 
Les puces peuvent être les vecteurs de différentes espèces de bactéries, dont la plupart sont 
zoonotiques. La transmission peut se faire via la piqûre ou par contamination de lésions cutanées par 
des déjections de puces infectées. 
 
1. Yersinia pestis 
 
Yersinia pestis est une bactérie Gram négatif responsable de la peste, maladie humaine 
revêtant différents aspects : peste bubonique, peste septicémique et peste pneumonique. C’est une 
variante clonale de Yersinia pseudotuberculosis d’apparition récente. Elle est transmise via des 
ectoparasites, en particulier les puces de l’espèce X. cheopis, parasites des rongeurs sauvages 
réservoirs naturels du bacille. 
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À la suite de la réapparition de la peste dans les années 1990 dans plusieurs pays, elle a été 
classée par l’OMS dans la catégorie des maladies ré-émergentes. Il convient de rappeler que Y. pestis 
est toujours responsable de plusieurs milliers de cas humains par an, en particulier en Afrique. Des 
foyers sont présents dans l’Ouest des États-Unis (Californie), en Amérique du Sud (Brésil, Pérou, 
Equateur et Bolivie), en Afrique (Madagascar, Tanzanie, Mozambique, Ouganda, République 
démocratique du Congo, Malawi, Zambie, Algérie…) et en Asie (Inde, Chine…) (Figure 11). En 2017, 
Madagascar a subi l’épidémie de peste la plus importante des années 2000 avec plus de 2 000 cas et 
200 décès déclarés (Galy et al., 2018). D’après l’OMS et Stenseth et al. (2008), la peste est actuellement 




Figure 11. Régions du monde où la peste est présente dans le réservoir sauvage 
(d’après www.who.int) 
 
L’agent de la peste est principalement transmis par des puces de rongeurs : Xenopsylla spp., 
Nosopsyllus spp., Neopsylla spp., Ceratophyllus spp., Citellophillus spp. et Oropsylla spp. (Gubareva et 
al., 1976 ; Voronova et al., 1987 ; Gage et al., 2000 ; Bazanova et al., 2004 ; Wilder et al., 2008a ; Wilder 
et al., 2008b ; Zhang et al., 2017). Dans des foyers de peste déclarés, des puces de l’espèce P. irritans 
ont été retrouvées positives pour l’ADN de Y. pestis, suggérant que cette puce pourrait être impliquée 
dans la transmission interhumaine (Ratovonjato et al., 2014). 
 
Lorsqu’une puce prend un repas de sang chez un mammifère atteint de peste, les bactéries se 
répliquent dans le proventricule. Leur survie dépend de la toxine murine Yersinia (Ymt) qui protège les 
bactéries de la lyse par les enzymes digestives (Hinnebusch et al., 2002). Après une semaine, les 
bactéries forment des agrégats denses enfermés par une matrice extracellulaire brune. Ce biofilm 
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bactérien adhère aux épines qui tapissent l’intérieur du proventricule, obstruant celui-ci et empêchant 
la puce de se nourrir correctement. L’absence de repas sanguin complet entraîne des tentatives 
d'alimentation répétées au cours desquelles des bactéries peuvent être délogées du biofilm et 
transmises à l'hôte. En conditions expérimentales, de nombreuses espèces de puces peuvent s’infecter 
avec le bacille. Les puces ne présentant pas ou peu de blocage du proventicule, comme C. felis et C. 
canis, sont considérées comme de mauvais vecteurs.  
 
Cependant, Bland et Hinnebusch (2016) ont montré que, si le comportement alimentaire de C. 
felis était modifié, ces puces pouvaient transmettre de façon plus efficace le bacille de la peste. Après 
infection expérimentale de C. felis par Y. pestis, si ces dernières ont un accès restreint à des repas 
sanguins (quatre fois par semaine en moyenne, mimant ainsi le comportement alimentaire de X. 
cheopis), elles peuvent rester infectées par le bacille pendant un mois et le retransmettre 
régulièrement au cours de cette période. Ces travaux suggèrent qu’une attention particulière doit être 
portée à C. felis, et que son rôle potentiel de vecteur secondaire ne doit pas être négligé. En effet, dans 
certaines régions comme l’Ouganda, cette espèce représente l’espèce de puce prédominante 
retrouvée libre dans les habitations humaines.  
 
Les principaux réservoirs de Y. pestis sont des rongeurs appartenant à plusieurs familles : 
muridés, sciuridés et cricétidés (Galy et al., 2018). Lorsque le biotope de ces populations est perturbé 
(inondations, compétitions territoriales, irrigation, développement agricole…) ou que l’hôte vient à 
mourir, les échanges de puces entre rongeurs plus ou moins sensibles sont favorisés, déclenchant ainsi 
des épizooties (Duplantier et al., 2005). De plus, X. cheopis, majoritairement responsable de la 
transmission du bacille, est peu spécifique et peut infester les carnivores domestiques et 
accidentellement l’Homme. 
 
Les chats sont sensibles au bacille de la peste et déclarent le plus souvent une forme 
pulmonaire de la maladie. Ainsi, ils peuvent être à l’origine d’infestations humaines via les aérosols 
(Gage et al., 2000 ; Dobler et Pfeffer, 2011). Chez les chiens, l’infection est généralement peu sévère 
(Orloski et Eidson, 1995) et ils sont souvent utilisés comme sentinelles de la maladie. Ces carnivores 
domestiques peuvent être à l’origine de l’introduction du bacille de la peste dans l’environnement 
humain par le biais de leurs ectoparasites contaminés. Une corrélation positive a été montrée entre 
des patients atteints de peste et ceux dormant avec leurs chiens (Chomel et Sun, 2011). Dans les foyers 







2. Mycoplasma spp. 
 
Les mycoplasmes hémotropes ou hémoplasmes sont de petites bactéries (0,3 µm x 0,8 µm) 
épi-érythrocytaires dépourvues de paroi cellulaire et disposant d’un génome réduit. Appartenant 
auparavant aux genres Eperythrozoon et Haemobartonella, ces agents pathogènes ont été reclassés 
dans le genre Mycoplasma.  
 




Trois espèces de mycoplasmes pouvant infecter le chat ont été identifiées et décrites dans le 
monde entier : Mycoplasma haemofelis, Candidatus Mycoplasma turicensis et Candidatus 




Tableau 1. Prévalences des espèces d'hémoplasmes chez le chat dans différentes zones 
géographiques (d’après Sykes, 2010) 
 
L’hôte de prédilection de ces mycoplasmes est le chat domestique. D’après des études 
récentes, l’infection par un hémoplasme félin est plus fréquente chez le chat mâle âgé, de race croisée 
et ayant accès à l’extérieur (Sykes, 2010). L’ADN de ces bactéries a également été détecté dans des 
prélèvements sanguins de nombreuses espèces de félins sauvages telles que : le lynx ibérique (Lynx 
pardinus), le lynx eurasien (Lynx lynx), le chat sauvage européen (Felis silvestris silvestris), le lion 
(Panthera leo), le puma (Puma concolor), l’oncille (Leopardus tigrinus ), le chat de Geoffroy (Oncifelis 
geoffroyi ), le margay (Leopardus wiedii), l’ocelot (Leopardus pardalis) et le tigre (Panthera tigris) 
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1,7 % 2,3 % 1,3 % 26 % 10 % 1,3 % 10 % 1 % 0 % 0,5 % 6,5 % 
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Mycoplasma haemofelis est l’espèce la plus pathogène car elle peut engendrer une anémie 
hémolytique, parfois fatale, chez le chat immunocompétent alors que l’infection à C. Mycoplasma 
turicensis ou C. Mycoplasma haemominutum a des répercussions cliniques essentiellement chez le 
chat immunodéprimé (Sykes, 2010). Les signes cliniques sembleraient être aggravés en cas de co-
infection par deux espèces d’hémoplasmes ou par une espèce d’hémoplasme et le virus leucémogène 
félin (FeLV) ou le virus de l’immunodéficience féline (FIV) (Westfall et al., 2001 ; George et al., 2002 ; 
Messick, 2004 ; Willi et al., 2006). 
 
Deux espèces de mycoplasmes semblent infecter essentiellement le chien : Mycoplasma 





Tableau 2. Prévalences des espèces d'hémoplasmes chez le chien dans différentes zones 
géographiques 
 
Ces deux bactéries semblent avoir la tique brune du chien, Rhipicephalus sanguineus, pour 
vecteur puisqu’elle est souvent retrouvée sur les animaux bactériémiques (Seneviratna et al., 1973). 
En Europe, la séroprévalence de l’infection à mycoplasme est plus importante dans le bassin 
méditerranéen où R. sanguineus est prédominante chez le chien (Novacco et al., 2010). 
 
Mycoplasma haemocanis et C. Mycoplasma haematoparvum semblent également causer des 
anémies hémolytiques, mais uniquement chez des individus splénectomisés et immunodéprimés 
(Brinson et Messick, 2001 ; Sykes et al., 2005). 
 
Les modalités de transmission de ces bactéries ne sont pas clairement démontrées. Des études 
ont suggéré le rôle potentiel de C. felis dans celles-ci. En effet, l’ADN de M. haemofelis et l’ADN de C. 
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2015) 
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9,6 % 0,3 % 4,2 % 5 % 2 % 0 % 30,8 % 0 % 1,7 % 10,4 % 2,7 % 
Infection 
concomitante 
2,6 % 0 % 0,7 % 0,8 % 0 % 0 % 2,6 % 1 % 0 % 0 % 1,1 % 
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naturellement ou expérimentalement infectés (Shaw et al., 2004 ; Woods et al., 2005 ; Lappin et al., 
2006). Ainsi, la transmission par C. felis de différentes espèces de mycoplasmes a été investiguée en 
conditions expérimentales (Woods et al., 2005). Pour cela, des puces infectées sur des chats 
bactériémiques ont été transférées sur des chats sains. Un seul chat naïf sur six testés a développé une 
bactériémie transitoire pour M. haemofelis, sans signe clinique, et aucun des chats infestés par des 
puces contaminées par C. Mycoplasma haemominutum n’a été infecté. En conditions expérimentales, 
C. felis semble donc avoir un faible rôle vecteur. Par ailleurs, des hémoplasmes ont été détectés dans 
la salive et les matières fécales de chats infectés expérimentalement pendant neuf semaines post-
infection ainsi que dans la salive et les bourrelets gingivaux et unguéaux de chats infectés 
naturellement  (Willi et al., 2007b). L’inoculation sous-cutanée de sang infecté par C. Mycoplasma 
turicensis chez le chat a entrainé des bactériémies (Museux et al., 2009). Ainsi, en conditions 
naturelles, le mode de contamination principal entre chats semblerait être direct, par morsure ou 
griffures, avec exposition au sang d’un chat infecté. 
 
B. Mycoplasma spp. chez l’Homme 
 
Mycoplasma haemofelis a été isolée chez un patient brésilien séropositif pour le virus de 
l’immunodéficience humaine (VIH) et co-infecté par B. henselae (Dos Santos et al., 2008). Plusieurs 
auteurs décrivent des mycoplasmes ou des organismes similaires dans le sang de patients humains, 
sans spécifier cependant l’espèce en cause (Duarte et al., 1992 ; Yang et al., 2000 ; Bosnic et al., 2010). 
 
Récemment, un cas de co-infection à M. haematoparvum, B. henselae et Anaplasma platys a 
été rapporté chez une vétérinaire présentant des céphalées, des convulsions et d’autres anomalies 
nerveuses. Du fait de sa profession, cette patiente était régulièrement au contact d’arthropodes 
hématophages (puces, tiques, moustiques, mouches…) et fréquemment mordue et griffée par des 
chiens et des chats, principaux réservoirs de C. Mycoplasma haematoparvum et de B. henselae 
respectivement (Maggi et al., 2013). 
 
3. Rickettsia spp. 
 
Les rickettsies sont des bactéries Gram négatif intracellulaires strictes appartenant à la classe 
des alphaprotéobactéries et à la famille des Rickettsiaceae. Ce sont de très petits coccobacilles (0,7-
2,0 µm x 0,3-0,5 µm) aérobies, fragiles (sensible à la chaleur et à la plupart des désinfectants), dont 
l’isolement est réalisé par culture cellulaire. Elles sont à l’origine d’infections, appelées rickettsioses, 
transmises par des arthropodes vecteurs (puces, tiques, poux…) et responsables de manifestations 
éruptives fébriles chez l’Homme (Ghosn et Bossi, 2005). Rickettsia typhi, l’agent responsable du typhus 
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murin, et Rickettsia felis, l’agent responsable de la fièvre boutonneuse à puces ou pseudo-typhus 
californien, sont les deux espèces auxquelles nous nous intéresserons dans cette partie. 
 
A. Biologie de Rickettsia typhi et Rickettsia felis 
 
Les rickettsies sont capables d'envahir les cellules épithéliales de l'intestin moyen des 
arthropodes et les cellules endothéliales tapissant les vaisseaux sanguins des vertébrés (Eisen et Gage, 
2012). La réplication des bactéries dans les cellules endothéliales des vertébrés entraîne leur lyse, les 
libérant ainsi dans la circulation sanguine, où elles sont alors accessibles pour des arthropodes 
hématophages.  
 
a. Réservoirs et hôtes 
 
Les principales espèces de vertébrés impliquées dans les cycles de transmission de R. typhi 
sont le rat noir (Rattus rattus) et le rat brun (Rattus norvergicus), à l’origine d’un cycle classique rat-
puce-rat (Peniche Lara et al., 2012). En effet, 30 % des rats noirs de Birmanie (collectés à Rangoun),   
62 % de ceux collectés à Addis-Abeba (Éthiopie) et 49 % de ceux collectés à Sarawak (Népal) sont 
séropositifs pour le typhus murin (Azad et Beard, 1998). Cependant, dans le sud de la Californie et au 
Texas, ce cycle classique a été remplacé par un cycle impliquant des opossums, des chiens et des chats.  
 
Comme pour le typhus murin, les opossums de Virginie, les chats et les chiens sont les 
réservoirs de R. felis (Reif et Macaluso, 2009).  
 
b. Puces vectrices 
 
Rickettsia typhi a pour vecteur principal X. cheopis, la puce du rat, mais la bactérie peut 
également être transmise par d’autres espèces de puces rencontrées chez les muridés et divers autres 
mammifères : Xenopsylla astia, Xenopsylla brasiliensis, Nosopsyllus fasciatus, Leptopsylla segnis, P. 
irritans et C.  felis (Azad, 1990).  
 
La principale puce vectrice de R. felis est C. felis mais la bactérie a été identifiée dans de 
nombreuses autres espèces de puces telles que : P. irritans, C. canis, E. gallinacea et Tunga penetrans. 
Des puces de rat (X. cheopis et X. brasiliensis) et d'autres puces de rongeurs ou d'insectivores (A. 
erinacei, Anomiopsyllus nudata, Polygenis atopus, Ctenophthalmus sp.) sont également des vecteurs 
supposés de R. felis (Stevenson et al., 2005 ; Eisen et Gage, 2012). L’ADN de R. felis a également été 
détecté chez des tiques et des moustiques. Cependant, il est difficile de déduire un quelconque rôle 




De nombreuses études épidémiologiques ont été réalisées pour évaluer la prévalence globale 
de R. typhi et R. felis chez différentes espèces de puces. Parmi les plus récentes, Eremeeva et al. (2012) 
ont récoltés des puces sur des opossums, des chats et des rats des régions de Los Angeles et d’Orange 
en Californie (Tableau 3).  
 
 
Tableau 3. Prévalences de R. felis, R. typhi et des co-infections chez des puces  
des régions de Los Angeles et Orange (Eremeeva et al., 2012) 
 
Dans deux autres études réalisées en Californie, à San Bernardino et Riverside, seul l’ADN de 
R. felis a été détecté dans respectivement 152 des 570 (26,7 %) et 12 des 64 (18,8 %) pools de puces 
(Abramowicz et al., 2012 ; Mullins et al., 2018). Bien que la prévalence de puces porteuses de R. felis 
en Amérique du Nord soit élevée, le risque d’infection humaine reste limité. Au contraire, la faible 
quantité de puces infectées par R. typhi réduit le risque de transmission et explique le faible nombre 
de cas humains (Billeter et al., 2016). Cette prévalence dans les puces a également été évaluée dans 
d’autres pays du continent américain (Tableau 4). 
 
 
Tableau 4. Prévalences de Rickettsia spp., de R. felis et R. typhi chez des puces 
de divers pays d’Amérique 
 
Cependant, du fait que les PCR soient majoritairement réalisées sur des pools de puces, c’est 
le « minimum infection rate » (MIR), calculé en considérant qu’une unique puce par pool est positive, 
qui nous intéresse. Ainsi, en Colombie, la prévalence tombe à 4,4 % (30/673) (Contreras et al., 2019). 
Espèces de 
rickettsies 
Espèces de puces  
Total 







R. felis 47,1 % 17,2 % 36,4 % 50 % 66,7 % 0 % 46,2 % 
R. typhi 1,3 % 6,9 % 0 % 0 % 0 % 0 % 1,5 % 
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R. typhi - 0 % (0/38) - - 0 % (0/23) 0 % (0/7) 0 % (0/9) 0 % (0/50) 0 % (0/27) 
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Diverses études réalisées en Afrique rapportent que R. felis a été détectée dans 45 % (41/91) 
des puces collectées en Éthiopie, 48,9 % (23/47) de celles collectées en Tanzanie et dans 25,2 % 
(30/119) des puces collectées en République Démocratique du Congo (Pérez-Tanoira et al., 2019). En 
Espagne, 43,3 % (39/90) des pools de puces analysés étaient positifs pour Rickettsia spp. (Gracia et al., 
2015). En France, les prévalences de nombreux agents pathogènes vectorisés par les puces ont été 
évaluées à partir de 309 puces du genre C. felis et R. felis a été détectée dans 25 puces (8,1 %) (Rolain 
et al., 2003). De même, dans une seconde étude, 96 des 550 puces récoltées contenaient l’ADN de R. 
felis (17,5 %) dont 85 C. felis, dix C. canis et une A. erinacei (Gilles et al., 2008). 
 
Les rickettsies passent dans l'intestin moyen de l’arthropode où elles envahissent les cellules 
épithéliales et s’y multiplient. Comme cela se produit dans les cellules endothéliales de l'hôte vertébré, 
la prolifération des bactéries conduit à la destruction des cellules de l'épithélium et à la libération de 
centaines de rickettsies dans la lumière intestinale. Ce processus prend généralement trois à quatre 
jours puis, après ce délai, les déjections de la puce deviennent infectantes. Les rickettsies pénètrent 
ensuite dans l’hémocoele et se disséminent à l’ensemble des organes de la puce : elles envahissent les 
cellules musculaires, les tissus adipeux, la matrice trachéale, la gaine épithéliale des testicules et les 
tissus ovariens des puces femelles, à l’origine d’une transmission transovarienne qui est systématique 
pour R. felis, mais qui semble rare pour R. typhi (Reif et Macaluso, 2009 ; Thepparit et al., 2013). 
 
Ainsi, Wedincamp et Foil, en 2002, ont mis en évidence des bactéries R. felis dans douze 
générations successives de puces sans qu’elles ne se soient nourries sur des hôtes bactériémiques. 
Cette transmission transovarienne, en plus de la transmission transstradiale, fait des puces des 
réservoirs de R. felis en plus de vecteurs efficaces. Aucune transmission sexuelle entre puces mâles et 
puces femelles n'a été observée pour R. felis et la transmission horizontale via l'ingestion de matières 
fécales ou d'œufs par des larves de puces n'a pas été prouvée (Wedincamp et Foil, 2002). La 
transmission horizontale via un repas de sang partagé entre puces a été démontrée avec des taux 
d’infection des puces initialement non infectées, allant de 3,3 à 40 % (Hirunkanokpun et al., 2011). 
 
Malgré la destruction des cellules épithéliales de l’intestin moyen lors de leur réplication, les 
rickettsies semblent causer peu de dommages à leur vecteur. En effet, les puces sont infectées à vie et 
leurs traits de vie ne semble pas altérés. Cela peut s’expliquer par le fait que les cellules épithéliales 
sont remplacées à un rythme suffisamment rapide pour contrer les effets néfastes de l’infection 
(Valbuena et Walker, 2009). 
 
Les rickettsies, selon les espèces, peuvent être transmises à l’Homme et autres vertébrés par 
divers moyens. Tout d’abord, R. felis serait transmise via la piqûre d’un arthropode infecté. En effet, 
R. felis a été détectée dans les glandes salivaires de puces C. felis infectées ce qui suggère que la 
sécrétion de salive infectieuse pendant l’alimentation est un mode possible de transmission aux hôtes 
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mammifères (Macaluso et al., 2008). Une séroconversion a été observée chez des chats exposés à des 
puces contaminées par R. felis et l’ADN de cette rickettsie a été amplifiée dans le sang de ces hôtes 
(Wedincamp et Foil, 2000). Pour R. typhi, le mécanisme le plus efficace semble être l’inoculation de 
déjections contaminées par voie cutanée ou conjonctivale (Azad et Beard, 1998). En effet, une 
personne peut se contaminer elle-même via ses mains souillées de déjections de puces infectées en 
se frottant les yeux et s’inoculer directement les bactéries dans la conjonctive oculaire (Ghosn et Bossi, 
2005). Cependant, comme R. felis est retrouvée dans les déjections de puce, une transmission par 
inoculation de ces dernières est envisageable suite à une griffure ou à une morsure accidentelle (Reif 
et al., 2011). De même, il semblerait que R. typhi soit transmise, dans une moindre mesure, par 
régurgitation des bactéries au moment de la piqûre (Azad, 1990 ; Eisen et Gage, 2012). L’infection par 
inhalation de suspensions aériennes contenant des matières fécales de puces infectées a également 
été décrite (Eisen et Gage, 2012). 
 
B. Rickettsiose chez l’animal 
 
La séroprévalence de R. typhi chez les chiens et chats est relativement importante en Europe 
et aux Etats-Unis. Elle a été estimée à 18 % chez des chats, 44 % chez des chiens et 71 % chez des 
opossums testés à proximité du lieu de vie de patients atteints de typhus murin dans différentes 
régions du Texas (Adjemian et al., 2010). Des études menées en Espagne ont montré une 
séroprévalence pour R. typhi de 12,3 % chez des chiens et 15,8 % chez des chats (Lledó et al., 2003 ; 
Nogueras et al., 2013). 
 
Concernant R. felis, une étude menée en Zambie a évalué que 4,7 % (7/150) des chiens 
prélevés étaient bactériémiques (Moonga et al., 2019). En Espagne, 16,3 % (14/86) des chats dont le 
sérum a été analysé étaient séropositifs pour R. felis et tous étaient séronégatifs pour R. typhi (Gracia 
et al., 2015). La répartition géographique des animaux séropositifs ou bactériémiques pour R. felis est 
généralement corrélée à celle de son vecteur, C. felis, et concerne donc tous les pays du monde. 
 
L’infection expérimentale par R. typhi chez le chat induit une bactériémie de courte durée, 
sans signe clinique, ainsi qu’une séroconversion (Azad et al., 1997). Une étude récente, réalisée en 
Espagne, montre qu’il n’y a pas de corrélation entre la séroprévalence pour R. typhi et d’éventuels 
signes cliniques : des anticorps contre R. typhi ont été retrouvés dans le sérum de 35 chats adultes en 
bonne santé (Nogueras et al., 2013). Dans cette même étude, la bactérie a été détectée par PCR et par 
hémoculture chez un des quatre chats étudiés, sans qu’aucun signe clinique ne soit associé. De même, 
bien qu’une étude ait mis en évidence que davantage de chats hyperthermes (température corporelle 
≥ 39,2°C) étaient séropositifs pour R. felis, cette différence n’était pas significative statistiquement 
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(Bayliss et al., 2009). Ainsi, l’infection à R. typhi ou à R. felis chez nos carnivores domestiques est 
généralement asymptomatique.  
 
C. Rickettsiose chez l’Homme 
 
Dans le passé, des milliers de cas de typhus murin ont été déclarés dans les régions plus 
chaudes du Sud des États-Unis, mais ce nombre a diminué pour atteindre quelques centaines de cas 
au cours des dernières décennies. En effet, 50 à 100 cas sont rapportés aux États-Unis chaque année, 
la plupart se produisant au Texas, en Californie et à Hawaii (Manea et al., 2001 ; Adjemian et al., 2010 ; 
Raoult, 2012). Des cas ont également été signalés en Australie, en Chine, en Grèce, en Israël, au Koweït, 
en Thaïlande et en Afrique du Nord (Azad et al., 1997 ; Raoult, 2012). 
 
Dans les régions du monde où le typhus murin se transmet par le cycle classique, c’est-à-dire 
via les rongeurs, la plupart des cas ont été documentés à la fin de l’été et au début de l’automne, 
lorsque les puces X. cheopis sont les plus abondantes. Au Texas, où prédomine le cycle suburbain, 
faisant intervenir les opossums, les chiens et les chats, les cas sont plus fréquents d'avril à juin, tandis 
qu’en Californie, des cas sont signalés tout au long de l’été et de l’automne (Civen et Ngo, 2008). 
 
Les manifestations cliniques commencent 7 à 14 jours après l’inoculation de la bactérie. Les 
symptômes sont peu spécifiques et comprennent de la fièvre, des douleurs musculosquelettiques, des 
céphalées et des éruptions cutanées maculo-papuleuses peu visibles (Civen et Ngo, 2008). Ces 
éruptions touchent entre 60 et 70 % des personnes atteintes, apparaissent généralement le cinquième 
jour du début des symptômes (mais 18 % des patients présentent un rash dès le début de la maladie) 
et durent quatre jours en moyenne. Elles se localisent sur le tronc et les extrémités mais ne touchent 
ni la paume des mains, ni la plante des pieds, ni le visage. Plus rarement, on observe des signes nerveux 
(confusion, convulsions) (15 à 45 % des cas), une toux (35 % des cas) ou des symptômes gastro-
intestinaux (anorexie, nausées, vomissements et douleurs abdominales) (26 à 40 % des cas). 
L’évolution clinique est favorable dans la plupart des cas et les symptômes disparaissent en 10 à 14 
jours. Des complications relatives à un organe (pneumonie, hépatite, méningo-encéphalite, 
insuffisance rénale, endocardite) surviennent dans 10 % des cas et 2 à 4 % des patients connaissent 
des complications sévères (choc réfractaire, détresse respiratoire, défaillance d’organe multiple, 
diathèse hémorragique, coagulopathie de consommation ou atteinte neurologique grave). Des 
ruptures spléniques ont été documentées chez des individus présentant une pyrexie persistante et des 
douleurs abdominale (Fergie et Purcell, 2004). Le taux de mortalité est compris entre 0 et 1 %. La 
sévérité de la maladie est principalement associée à l'âge avancé du patient, à la présence de maladies 
hématologiques intercurrentes (comme des hémoglobinopathies), à un dysfonctionnement hépatique 
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et/ou rénal, à des anomalies du système nerveux central, à une atteinte pulmonaire ainsi qu’au retard 
de traitement.  
 
Rickettsia felis a été identifié pour la première fois chez un patient texan en 1994 (Schriefer et 
al., 1994). Depuis sa découverte, des cas humains dus à R. felis, désignés sous le nom de fièvre tachetée 
ou fièvre boutonneuse à puces, ont été signalés en Afrique, en Australie, en Europe, au Moyen-Orient, 
en Amérique du Sud et en Asie du Sud-Est (Brown et al., 2015). Une enquête sérologique effectuée en 
Espagne a montré que 7,1 % des individus testés dans la zone d'étude étaient séropositifs pour R. felis, 
ce qui signifie que l'infection humaine est fréquente mais difficilement diagnostiquée, en raison de la 
non-spécificité de ces symptômes (Reif et Macaluso, 2009). 
 
Les manifestations cliniques ont de nombreuses similitudes avec celles du typhus murin : maux 
de tête, frissons, pyrexies, myalgies, malaises et éruptions maculo-papuleuses. Les éruptions cutanées 
et escarres sont cependant plus souvent visibles lors d’infections par R. felis (respectivement 75 % et 
13 %) (Blanton et Walker, 2017) mais non systématiques (Richards et al., 2010). Plus rarement, R. felis 
a été associée à des signes neurologiques (syndrome de type polyneuropathie, méningite subaiguë), 
une pneumonie et des symptômes gastro-intestinaux (Mediannikov et al., 2013). À ce jour, aucune 
complication grave ou décès n’ont été signalés. 
 
4. Bartonella spp. 
 
Depuis les années 90, de nombreuses bactéries, soit antérieurement affiliées à d'autres genres 
telles que les Rochalimaea et les Grahamella, soit récemment isolées, ont été regroupées au sein du 
genre Bartonella. Celui-ci comprend, à l'heure actuelle, 24 espèces dont 16 sont considérées comme 
zoonotiques (Vieira-Damiani et al., 2015). En effet, ces bactéries ont été isolées chez des mammifères 
variés, dont l’Homme, et sont considérées comme des agents pathogènes émergents impliqués dans 
un nombre croissant de maladies regroupées sous l’appellation de « bartonelloses ». La transmission 
entre individus est assurée par des vecteurs arthropodes hématophages, tels que les poux, les tiques 
et les puces. 
 
A. Classification, caractéristiques bactériologiques, espèces d’intérêt 
 
La taxonomie de ces bactéries est en pleine évolution : après une phase de reclassification qui 
a conduit à la suppression des genres Rochalimaea et Grahamella, de nouvelles espèces voient le jour. 
 
Les bartonelles sont de petits bacilles Gram négatifs (0,3-0,5 x 1-1,5 pm en moyenne), 
pléomorphes, aérobies stricts et de culture difficile appartenant à la classe des Alphaprotéobactéries, 
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à l’ordre des Rhizobiales et à la famille des Bartonellaceae. Elles ont une homologie évolutive étroite 
avec les membres des genres Brucella, Agrobacterium et Rhizobium. Certaines espèces sont mobiles 
au moyen de flagelles comme Bartonella bacilliformis et Bartonella clarridgeiae. Ce sont des bactéries 
facultativement intracellulaires : elles se localisent dans les cellules endothéliales ou les globules 
rouges. Elles se développent sur un milieu axénique à 35°C avec 5 % de dioxyde de carbone, sur une 
gélose enrichie en sang de lapin ou de cheval (au moins 5 %), sauf B. bacilliformis dont la température 
optimale de développement est de 28-30°C et qui ne nécessite pas de CO2. Le développement des 
bartonelles sur la gélose au sang est lente : des colonies de petite taille, grisâtres, parfois incrustées 
dans la gélose ou rugueuses, sont visibles après trois à six semaines d'incubation lors des isolements 
primaires (Boulouis et al., 2007). Elles peuvent également être cultivées en bouillon avec du sérum de 
veau fœtal ou en culture tissulaire (Jacomo et al., 2002). Enfin, ce sont des bactéries oxydases 
négatives, catalases négatives (ou faiblement positives), uréases négatives, nitrate réductases 
négatives et inactives sur les carbohydrates (Sourice, 2005). 
 
Comme dit précédemment, 24 espèces différentes ont été recensées soit 26 espèces et sous-
espèces. Certaines sont spécifiques à l’Homme comme B. bacilliformis responsable de la fièvre d’Oroya 
(maladie de Carrión), d’autres sont zoonotiques comme B. henselae, agent responsable chez l’Homme 
de la maladie des griffes du chat (MGC) (Tableau 5), et d’autres sont uniquement pathogènes pour les 
animaux. Les vecteurs compétents sont, entre autres, le phlébotome de l’espèce Lutzomyia 
verrucarum pour B. bacilliformis, le pou du corps, Pediculus humanus, pour Bartonella quintana ainsi 
que les puces Ctenophthalmus nobilis pour Bartonella grahamii et C. felis pour B. henselae. L’ADN de 
Bartonella spp. a, par ailleurs, été détecté dans de nombreuses espèces d’arthropodes hématophages, 
dont d’autres espèces de puces comme P. irritans et C. canis, plusieurs espèces de tiques (Dermacentor 
spp., Ixodes spp., R. sanguineus), certaines espèces d’hippobosques (Lipoptena cervi, Lipoptena 
mazamae) et de mouches piqueuses (Haematobia spp., Stomoxys spp.). Cependant, la détection 
d’ADN de bartonelle chez ces arthropodes ne signifie pas qu’ils ont la capacité vectorielle de 
transmettre ces bactéries.  
Les espèces auxquelles nous nous intéresserons principalement dans cette étude sont celles 
répondant aux critères suivants :  
- Le chien ou le chat sont des réservoirs primaires ou des hôtes accidentels de ces bartonelles.  
- Les puces infestant les carnivores domestiques (à savoir C. felis, C. canis et accidentellement 
P. irritans, A. erinacei et X. cheopis) jouent un rôle de vecteur démontré. 
Ainsi, les bartonelles auxquelles nous allons principalement nous intéresser sont B. quintana, B. 
clarridgeiae, B. henselae, Bartonella elizabethae, Bartonella koehlerae, Bartonella rochalimae et 
Bartonella vinsonii subsp. berkhoffii.  
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Bartonella spp. Réservoirs primaires Vecteurs démontrés ou supposés 
Hôtes 
accidentels 
B. bacilliformis Homme (Homo sapiens) 
Phlébotomes (L. verrucarum,  Lutzomyia  
columbiana,  Lutzomyia serrana,  Lutzomyia 
peruensis,  Lutzomyia pescei,  Lutzomyia 
noguchii) (Clemente et al., 2012), tiques 
(Ixodes ricinus)  
Aucun 
B. quintana Homme (H. sapiens) 
Poux (P. humanus, Pediculus capitis), puces 
(C. felis, P. irritans, Orchopeas howardi), 
tiques (Ixodes pacificus, Ixodides persulcatus, 
Dermacentor reticulatus) 
Chat, chien 
B. alsatica Lapin (Oryctolagus cuniculus) 
Puces (Spilopsyllus cuniculi, Xenopsylla 
cunicularis) (Márquez, 2015) 
Homme 
B. clarridgeiae Chat (Felis catus) 
Puces (C. felis, C. canis, P. irritans, 
Ctenocephalmus lushuiensis, Polygenis 
gwyni), tiques (Rhipicephalus microplus) 
Homme, chien 
B. elizabethae Rat (Rattus norvegicus) 
Puces (X. cheopis), tiques (Rhipicephalus 
spp.)   
Homme, chien 
B. grahamii 
Cricétidés et muridés sauvages 
(Clethrionomys glareolus, Microtus 
agrestris, Apodemus flavicollis, R. 
norvegicus) 
Phlébotomes (L. peruensis), puces (C. nobilis) 
(Bown et al., 2004) 
Homme 
B. henselae Chat (F. catus) 
Tiques (Ixodes spp., Dermacentor spp., 
Rhipicephalus spp.), mouches piqueuses 
(Stomoxys spp., L. mazamae), puces (C. felis, 




B. koehlerae Chat (F. catus) Puces (C. felis) Homme, chien 
B. melophagi Mouton (Ovis aries) Hippoboscidé (Melophagus ovinus) Homme 
B. rochalimae 
Renard gris (Urocyon 
cinereoargenteus), raton-laveur 
(Procyon lotor) (Henn et al., 
2009a), chien (Canis familiaris) 
(Chomel et al, 2014b) 
Puces (C felis, C. canis, P. irritans, P. simulans, 
X. cheopis), tiques (Rhipicephalus spp.) 
Homme, coyote, 
chats, cobayes  
B. tamiae 
Muridés (R. rattus, R. 
argentiventer, Bandicota indica, B. 
savilei, Mus cervicolor) (Tsai et al., 
2011) 
Trombiculidés (Leptotrombidium spp., 
Schoengastia spp., Blankarrtia spp.), tiques 
(Amblyomma americanum, Ixodes 
vespertilionis), diptères (Nycteribiidae spp.) 
(Leulmi et al., 2016) 
Homme, chauve-
souris 
B. vinsonii subsp. 
arupensis 
Souris (Peromyscus leucopus) Tiques (Rhipicephalus spp.), puces Homme 
B. vinsonii subsp. 
berkhoffii 
Chien (C. familiaris), coyotte (C. 
latrans), renard gris  




Ecureuil terrestre californien  
(Spermophilus beecheyii) 







Tableau 5. Espèces et sous-espèces de bartonelles pathogènes pour l’Homme : réservoirs primaires, 
vecteurs démontrés ou supposés et hôtes accidentels (Chomel et Kasten, 2010 ; Tsai et al., 2011) 
 
B. Pathogénie et biologie des bactéries du genre Bartonella 
 
a. Pathogénie des bartonelles  
 
Les bartonelles sont à l’origine d’une bactériémie intra-érythrocytaire, n’engendrant 
généralement pas de signe clinique chez leur hôte réservoir. Deux phases se succèdent lors d’une 
infection par des bartonelles : une première phase de colonisation d’une niche primaire (possiblement 
des cellules endothéliales), puis une seconde phase de libération et d’adhésion des bactéries aux 
hématies. La libération des bactéries depuis leur niche primaire est à l’origine de vagues de 
bactériémies récurrentes tous les trois à six jours, voire d’intervalles plus longs chez le chat. Les 
bartonelles vont alors pénétrer dans les globules rouges et se multiplier sans provoquer leur lyse, 
jusqu’à atteindre un plateau. La bactériémie augmente donc progressivement pendant une dizaine de 
jours et est relativement variable, allant de quelques unités à plus de 106 bactéries par millilitre de 
sang. Chez le chat, elle peut durer de quelques mois à plusieurs années selon l’espèce et la souche de 
bartonelle. Une bactériémie au long cours est également décrite chez l’Homme infecté par B. quintana. 
 
b. Mode de transmission des bartonelles 
 
Dans cette partie, nous allons nous focaliser sur le modèle B. henselae/C. felis pour décrire le 
mode de transmission de ces bactéries. 
 
Les puces C. felis sont les vecteurs compétents et démontrés de la bactérie B. henselae. Chomel 
et al. (1996) ont montré qu’en l’absence de puces, il n’y avait pas de transmission possible de cette 
bactérie des chats bactériémiques aux des chats sains. En effet, entre chats, il n’y a pas de transmission 
par contact direct de type griffure, morsure, léchage, partage de repas et de litière ou accouplement. 
De plus, Foil et al. (1998) ont montré que l’inoculation intradermique de fèces de puces prélevées sur 
des chats bactériémiques conduit à une séroconversion et à une bactériémie chez des chats SPF 
(Specific Pathogen Free) receveurs. La piqure de puces infectées et l’ingestion de puces ou de leurs 
B. mayotimonensis 
(Lin et al., 2019) 
Chauves-souris (Pipistrellus spp., 
Myotis spp., Nyctalus spp., 
Desmodus spp., Artibeus spp., 
Sturnira spp., Pteronotus spp., 
Balantiopteryx spp.) 











déjections ne semblent pas être des voies de contamination chez le chat (Foil et al., 1998). Par 
conséquent, l’inoculation intradermique de fèces de puces contenant des bactéries semble être la 
principale voie de contamination entre animaux. 
 
c. Évolution et prévalence chez l’arthropode vecteur 
 
Après infection expérimentale, B. henselae est détectée dans le tube digestif des puces trois 
heures après le début du repas contaminant. Les bactéries persistent dans le tube digestif pendant au 
moins 12 jours. Elles sont ensuite excrétées dans les déjections pendant plus de neuf jours post-
infection, puis survivent au moins trois jours dans les fèces (Finkelstein et al., 2002 ; Bouhsira et al., 
2013a). Par ailleurs, Bouhsira et al. (2013a) ont suggéré qu’il n’y avait pas de transmission verticale de 
B. henselae puisque l’ADN de la bactérie n’était pas détecté dans les œufs et les larves issus de puces 
infectées. 
 
En 2013a, Morick et al. ont étudié les effets d’une infection par Bartonella sur les traits de vie 
des puces (fécondité, fertilité mais aussi durée de vie, temps de développement, sex-ratio et taille des 
puces de la génération F1). La plupart des paramètres testés ne différaient pas entre les puces 
contaminées ou non, et seuls les mâles F1 produits par les femelles infectées étaient nettement plus 
petits que ceux produits par les puces femelles non infectées. Les bartonelles sont donc bien adaptées 
à leurs vecteurs et affectent très peu leur fitness. De même, la durée de vie maximale de puces C. felis 
infectées par B. henselae ne semble pas raccourcie par rapport à celle des puces non infectées 
(Bouhsira et al., 2013b). 
 
En 2003, en France, Rolain et al. ont détecté de l’ADN de Bartonella spp. chez 81 des 309 puces 





Tableau 6. Espèces de bartonelles isolées chez les puces positives  
et MIR (Minimum Infection Rate) (Rolain et al., 2003) 
 
B. henselae B. clarridgeiae B. quintana B. koehlerae 
Prévalence/nombre 
de puces infectées 
11,1 % (9/81) 67,9 % (55/81) 17,3 % (14/81) 3,7 % (3/81) 
MIR 2,9 % (9/309) 17,8 % (55/309) 4,5 % (14/309) 0,97 % (3/309) 
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D’après une étude similaire, réalisée en Espagne, B. henselae a été isolée dans 11,5 % (9/78) 
des puces C. felis et 17,6 % (3/17) des puces C. canis, ainsi que B. clarridgeiae dans 1,3 % (1/78) des C. 
felis récoltées sur des chiens et chats (Márquez et al., 2009). 
 
C. Bartonelloses chez l’animal 
 
a. Chez le chat 
 
Le chat est un réservoir connu de B. henselae, B. clarridgeiae et B. koehlerae ainsi qu’un 
réservoir potentiel de B. rochalimae, B. quintana et B. vinsonii subsp. berkhoffii. De nombreux chats 
semblent tolérer une bactériémie chronique sans anomalie clinique évidente. 
 
i. Bartonella henselae 
 
En France, dans une étude réalisée en région parisienne, 13 % (57/436) des chats ont été 
trouvés bactériémiques pour B. henselae (Gurfield et al., 2001). Il semblerait que les chats de moins 
d’un an, de fourrière ou ayant déjà vécu dans la rue ont plus de risques de présenter une bactériémie 
(Chomel et al., 1995). 
 
L’infection par B. henselae chez le chat est, la plupart du temps, asymptomatique. Elle peut 
cependant être associée à diverses manifestations cliniques comme : pyrexie, lymphadénomégalie, 
stomatite, gingivite, uvéite, troubles du tractus urinaire et rénal, endocardite. Des inoculations 
expérimentales ont également induit plusieurs types de symptômes : épisodes fébriles de courte durée 
accompagnés de léthargie et d’anorexie, anémies modérées, désordres neurologiques transitoires, 
troubles de la reproduction (diminution de la fertilité, augmentation du taux d’avortement), 
myocardites accompagnées d’épanchements péricardiques et pleuraux. De plus, chez les populations 
félines porteuses du FIV, les animaux séropositifs pour B. henselae sont plus fréquemment atteints par 
des lymphadénopathies et des gingivites (Ueno et al., 1996). 
 
ii. Bartonella clarridgeiae 
 
L’isolement de cette bactérie chez le chat est moins fréquent que pour de B. henselae. En effet, 
sur 94 chats errants de Nancy, 50 échantillons sanguins (53 %) ont donné un résultat de culture positif 
pour les espèces de Bartonella : 35 isolats pour B.  henselae (70 %) et 15 isolats pour B. clarridgeiae 
(30 %) soit des prévalence de 37 % et 16 % respectivement (Heller et al., 1997). De plus, des co-
infections avec B. henselae ont été rapportées : une étude épidémiologique a révélé que sur 436 chats 




Une étude consistant à inoculer du sang de chats infecté par B. henselae et/ou B. clarridgeiae 
à des chats SPF a montré que les chats présentaient des bactériémies intermittentes sans signe clinique 
évident, à l’exception de troubles neurologiques transitoires (convulsions motrices focales, nystagmus, 
rigidité intermittente), de troubles oculaires (cataracte) et d’une éosinophilie permanente (Kordick et 
al., 1999). Par ailleurs, aucune anomalie macroscopique n'a été observée à l'autopsie mais les analyses 
histologiques ont montré une hyperplasie des ganglions lymphatiques périphériques, une hyperplasie 
folliculaire splénique, une cholangite/péricholangite lymphocytaire, une hépatite lymphocytaire, une 
myocardite lymphoplasmocytaire et une néphrite lymphocytaire interstitielle chez plusieurs chats.  
 
iii. Bartonella koehlerae 
 
Cette bactérie a, pour la première fois, été identifiée en 1999 chez deux chats 
asymptomatiques de la région de San Francisco (Droz et al., 1999) puis a été isolée chez huit autres 
félins : un en France (un individu) (Rolain et al., 2003), trois en Israël (Avidor et al., 2004 ; Gutiérrez et 
al., 2015), deux en Thaïlande (Assarasakorn et al., 2012), un autre à San Francisco (Fleischman et al., 
2015) et un en Australie (Dybing et al., 2016).  
 
Une inoculation expérimentale de la bactérie chez le chat s’est suivie d’une bactériémie 
persistante (74 jours en moyenne) atteignant son maximum entre 14 et 36 jours sans signe clinique 
associé (Yamamoto et al., 2002). Aucun autre signe clinique plus spécifique n’est rapporté dans la 
littérature. 
 
iv. Bartonella rochalimae 
 
Lors de l’inoculation expérimentale d’une souche humaine de B. rochalimae a cinq chats 
domestiques, aucun n’a présenté de signe clinique. Une bactériémie, en général de faible intensité 
(entre 2 et 191 UFC/mL), ainsi qu’une séroconversion (entre la 3ème et la 9ème semaine) ont été 
observées chez quatre d’entre eux. Compte-tenu de la faible sensibilité des chats pour cette souche, 
ils ne constitueraient pas un réservoir naturel (Chomel et al., 2009). Cependant, dans une seconde 
étude, trois des quatre chats infectés expérimentalement avec une souche canine de B. rochalimae 
sont devenus bactériémiques (avec des taux de 1 000 à plus de 100 000 UFC/mL) avec une rechute 
pour l’un d’entre eux. Cette charge bactériémique pourrait facilement permettre à des puces, telles 
que P. simulans (Gabriel et al., 2009), de se contaminer et transmettre l'infection à d'autres 





v. Bartonella quintana 
 
Bartonella quintana a été isolée dans le sang de deux chats de Caroline du Nord et de la pulpe 
dentaire d’un chat en France (La et al., 2005 ; Breitschwerdt et al., 2007). Ces félins domestiques 
pourraient donc être des sources de contamination pour l’Homme, d’autant plus qu’une bactériémie 
chronique  chez le chat a été décrite par Breitschwerdt et al. (2007). Par ailleurs, plusieurs chats d'Israël 
et de Caroline du Nord ont présenté une séroréactivité vis-à-vis des antigènes de B. quintana (Baneth 
et al., 1996). Cependant, après inoculation expérimentale d’une souche humaine à trois chats, aucun 
n’a présenté de bactériémie (Chomel et al., 2014a). Dans l’état actuel des connaissances, aucun signe 
clinique lié à cette infection n’a été rapporté chez le chat. 
 
vi. Bartonella vinsonii subsp. berkhoffii 
 
L’ADN de cette bactérie a été isolé à partir de lésions cardiaques causées par une 
angioendothéliomatose réactionelle systémique chez deux chats co-infectés par B. vinsonii subsp. 
berkhoffii et B. henselae ou B. koehlerae (Beerlage et al., 2012). Lors de l’inoculation expérimentale 
d’une souche issue d’un coyote, aucun des quatre chats inclus dans l’étude n’est devenu 
bactériémique dans les deux mois de suivi ; mais trois d’entre eux ont présenté une séroconversion 
dans les trois à quatre semaines post-inoculation (Chomel et al., 2014a). 
 
b. Chez le chien 
 
Le chien est un réservoir primaire de B. rochalimae et B. vinsonii subsp. berkhoffii. Après une 
infection naturelle à Bartonella spp., le chien développe des manifestations cliniques comparables à 
celles observées chez l’Homme, notamment une endocardite, une péliose hépatique et des lésions 
granulomateuses. Les bartonelles constituent entre 19 % (6/31) (Sykes et al., 2006) et 28 % (5/18) 
(MacDonald et al., 2004) des causes d’endocardites chez le chien. 
 
i. Bartonella henselae 
 
Plusieurs études se sont intéressées à la séroprévalence de B. henselae chez le chien et la plus 
récente indique une prévalence de 8,4 % en Tunisie avec un nombre plus important de chiens errants 
et âgés séropositifs (Belkhiria et al., 2017). L’ADN de la bactérie a également été détecté dans le sang 
(16,6 %), la salive (18,5 %) et les griffes (29,6 %) de chien en Corée (Kim et al., 2009). Cependant, aucune 
bactériémie de longue durée n’a été décrite à ce jour chez le chien. Il ne semble donc pas être un 




Un grand nombre de manifestations cliniques est associé à une infection par B. henselae chez 
le chien. L’ADN de B. henselae a été amplifié à partir de végétations de la valve aortique d’un Boxer 
présentant une endocardite (Ohad et al., 2010). La bactérie pourrait avoir un rôle dans l’apparition 
d’épanchements puisqu’elle a été mise en évidence dans 20 % des épanchements pleuraux (4/20) et 
13 % des épanchements péritonéaux (8/60) de chiens ayant consulté pour effusion cavitaire (Weeden 
et al., 2017). De plus, une maladie granulomateuse généralisée atteignant la rate, le cœur, les nœuds 
lymphatiques, l’omentum, le foie, les reins, les poumons, le médiastin et les glandes salivaires avec 
sialométaplasie a été décrite chez un Rottweiler. Bartonella henselae et B. vinsonii subsp. berkhoffii 
ont été isolées dans la salive de cet animal (Saunders et Monroe, 2006). Une maladie 
pyogranulomateuse généralisée et un syndrome d'hyperviscosité sanguine associés à une 
gammapathie monoclonale ont été diagnostiqués chez une chienne séropositive pour B. henselae avec 
isolement de la bactérie dans le tissu splénique (Tabar et al., 2011). L’inflammation 
pyogranulomateuse peut également se localiser dans le tissu sous-cutané et donner lieu à une 
panniculite (Rossi et al., 2015). Par ailleurs, d’autres cas de lymphadénites granulomateuses ont été 
rapportés chez des animaux bactériémiques (Morales et al., 2007 ; Drut et al., 2014). De même, B. 
henselae semble impliquée dans l’apparition de lésions hépatiques comme l’hépatite granulomateuse 
ou la péliose hépatique, décrites également chez l’Homme (Kitchell et al., 2000 ; Gillespie et al., 2003). 
Plus récemment, une étude a montré que B. henselae pourrait être à l’origine de lésions vasculaires 
prolifératives comme les hémangiopéricytomes (Beerlage et al., 2012) mais aussi de vascularites et de 
thromboses de la veine splénique particulièrement, à l’origine d’infarctus de la rate (Friedenberg et 
al., 2015). Enfin, les autres signes cliniques associés à une infection par B. henselae chez le chien sont : 
de la léthargie, de l’anorexie, une importante perte de poids, des ulcérations buccales, du jetage nasal 
mucopurulent, des vomissements, de l’hyperthermie, une polyarthrite chronique, une adénopathie 
légère à modérée, des troubles nerveux et une choriorétinite. Des modifications hématologiques 
peuvent également être observées chez des animaux infectés comme une thrombocytopénie ou une 
thrombocytose, une lymphopénie et une éosinophilie (Mexas et al., 2002). 
 
Deux études récentes décrivent le suivi de chiens après inoculation intradermique de B. 
henselae. Dans la première étude, une séroconversion sans signe clinique est notée, les cultures et PCR 
réalisées sur sang sont restées négatives mais des bactéries ont été isolées après ensemencement de 
la moelle osseuse (Balakrishnan et al., 2013). Dans la seconde étude, les chiens ont développé des 
lésions nécrotiques au site d’inoculation et ont produit des anticorps en une à deux semaines sans 





ii. Bartonella clarridgeiae 
 
Cette bactérie a été détectée dans le sang de chiens asymptomatiques au Gabon (Gundi et al., 
2004), en Corée (Kim et al., 2009), en Thaïlande (Inoue et al., 2009 ; Billeter et al., 2012) et en Algérie 
(Kernif et al., 2010). En Tunisie, la séroprévalence pour B. clarridgeiae est de 8,4 % (Belkhiria et al., 
2017). Elle a été identifiée dans la salive et les griffes de plusieurs chiens, ce qui laisse envisager les 
morsures et griffures comme sources d’infection (Kim et al., 2009).  
 
Elle est principalement associée à des cas d’endocardites (Chomel et al., 2001 ; MacDonald et 
al., 2004 ; Chomel et al., 2009) et de fibroses ou d’hépatites lymphocytaires (Gillespie et al., 2003).  
 
iii. Bartonella koehlerae 
 
En 2011, 61 chiens sur 663 se sont révélés positifs pour Bartonella spp. à la suite d’une culture 
ou d’une PCR et, pour sept d’entre eux, il s’agissait de B. koehlerae soit une prévalence d’environ 1 % 
(7/663) (Pérez et al., 2011).  
 
L’ADN de la bactérie a été identifié dans le tissu de la valve aortique d’un Boxer atteint 
d’endocardite en Israël (Ohad et al., 2010) ainsi que dans le sang et la valve mitrale d’un chien en 
Espagne (Tabar et al., 2017). Par ailleurs, la bactérie a été isolée chez un Welsh Corgi atteint d’un 
syndrome d’hypoglycémie hyperinsulinémique (Breitschwerdt et al., 2014) et chez plusieurs chiens 
atteints de maladies spléniques à l’origine d’une splénomégalie : 3/37 chiens souffrant d’une 
hyperplasie lymphoïde nodulaire, 2/50 d’un hémangiosarcome splénique et 3/50 de nodules 
fibrohistiocytaires (Varanat et al., 2011).  
 
iv. Bartonella rochalimae 
 
L’ADN de B. rochalimae a été amplifié dans 7,5 % des échantillons sanguins de 80 chiens de 
Floride et deux de ces six chiens étaient porteurs de puces du genre Pulex spp. également positives 
pour cette bartonelle (Yore et al., 2014). L’ADN a également été isolé du sang de deux chiens en 
Colombie (Brenner et al., 2013) et d’une chienne en Palestine (0,9 %) (Ereqat et al., 2016).  
 
La bactérie a été cultivée à partir de la valve aortique d’un chien atteint d’endocardite 
valvulaire (Henn et al., 2009b) mais les autres animaux bactériémiques étaient asymptomatiques.  
 
L’infection expérimentale de deux chiens par une souche de B. rochalimae issue d’un coyote a 
donné lieu à une bactériémie entre le 19ème et le 24ème jour post-infection et les animaux ont subi une 
séroconversion dans les deux semaines (Chomel et al., 2014b). Ces résultats sont en accord avec ceux 
obtenus suite à l’inoculation d’un isolat humain (Chomel et al., 2009). 
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v. Bartonella quintana 
 
Bartonella quintana a été identifiée chez plusieurs animaux asymptomatiques. En effet, l’ADN 
de la bactérie a été isolé dans le sang de deux chiens errants à Bangkok (Bai et al., 2010) et dans les 
nœuds lymphatiques de quatre chiens sains aux Etats-Unis. Cependant, elle a également été détectée 
chez un chien atteint de lymphome (Duncan et al., 2008) et chez deux chiens présentant une 
endocardite aux États-Unis et en Nouvelle-Zélande (Kelly et al., 2006). Elle a également été trouvée 
dans la salive d’un chien, suggérant la morsure comme transmission possible de cette bactérie (Duncan 
et al., 2007). 
 
vi. Bartonella vinsonii subsp. berkhoffii 
 
Plusieurs études ont montré des séroprévalences variables pour B. vinsonii subsp. berkhoffii : 
38 % (19/49) des chiens en provenance de Thaïlande (Suksawat et al., 2001), 28 % (59/213) des chiens 
en provenance d’Algérie (Azzag et al., 2015), 10 % (4/40) des chiens en provenance d'Israël (Baneth et 
al., 1998) et 1,5 % (3/197) des chiens en provenance du Brésil  (Diniz et al., 2007).  
 
Plusieurs études mettent en évidence des manifestations cliniques liés à l’infection : 
lymphadénites et rhinites granulomateuses, arythmies, endocardites et myocardites à l’origine de 
syncopes, de défauts de conduction ou de morts subites (Breitschwerdt et al., 1999). De façon plus 
anecdotique, certains auteurs rapportent une métaplasie des glandes salivaires (Saunders et Monroe, 
2006), une anémie hémolytique à médiation immunitaire, une méningo-encéphalite neutrophilique 
ou granulomateuse, une polyarthrite neutrophilique, une vascularite cutanée, une uvéite antérieure 
(Breitschwerdt et al., 2004), un épistaxis accompagné systématiquement d’une thrombocytopénie 
(Breitschwerdt et al., 2005) ou encore un hémangiopéricytome (Beerlage et al., 2012). La durée de 
l'infection dépend de plusieurs critères : le statut immunitaire de l'individu, les variations génétiques 
de la susceptibilité à l'infection et la virulence de la souche (Pappalardo et al., 2001).  
 
Lors de l’inoculation expérimentale de la bactérie, aucune anomalie clinique n’a été relevée 
(sauf une inflammation modérée au site d’inoculation) mais les chiens ont tous été 
bactériémiques (une à deux semaines après l'inoculation, pendant environ deux mois) et ont présenté 
une séroconversion au dixième jour (Chomel et al., 2014b). Ces résultats sont en accord avec ceux 
obtenus par Pappalardo et al. (2001), c’est-à-dire une bactériémie apparue sept et 14 jours après 
l'infection, d’une durée de 42 et 70 jours et une détection moléculaire de la bactérie dans le sang 





vii. Bartonella elizabethae 
 
L’ADN de B. elizabethae a été détecté dans le sang de neuf chiens errants de Khon Kaen, en 
Thaïlande, sans qu’aucun signe clinique ne soit rapporté (Bai et al., 2010). Il a également été mis en 
évidence dans le sang d’un chien présentant des anomalies cliniques non spécifiques (léthargie, 
anorexie, perte de poids, pâleur des muqueuses…) en plus d’une insuffisance rénale (Mexas et al., 
2002), d’un chien atteint de maigreur extrême et de pulicose et d’un chien apathique et léthargique 
(Kernif et al., 2010). Enfin, il a été isolé dans les nœuds lymphatiques d’un chien présentant un 
lymphome (Duncan et al., 2008). 
 
D. Transmission à l’Homme et bartonelloses 
 
La transmission des bartonelles à l’Homme s’effectue majoritairement par inoculation de 
déjections de puces infectées lors de morsures ou de griffures. Cependant, l’infection est également 
possible par voie conjonctivale, en se frottant l’œil après avoir caressé un chat infesté et s’être souillé 
les doigts par des déjections de puces. Enfin, l’étude de Bouhsira et al. (2013a) suggère une 
transmission possible par la piqûre. 
 
a. Bartonella henselae 
 
Le nombre d’affections causées par cette bactérie ne cessent de croître depuis 1992 et la 
réponse de l'organisme à cette infection est plutôt granulomateuse voire suppurative chez un sujet 
immunocompétent et vasculo-proliférative chez un sujet immunodéprimé. 
 
i. Maladie des griffes du chat 
 
Bartonella henselae est reconnu comme l’agent responsable, chez l’Homme, de la maladie des 
griffes du chat (MGC). Cette maladie fut décrite, dès 1931, par Debré mais l’agent causal demeura 
inconnu jusqu'en 1983, date à laquelle Wear met en évidence des petits bacilles polymorphes Gram 
négatif dans les ganglions de patients atteints de cette maladie, alors nommés Afipia felis en 1991. Au 
même moment, des chercheurs mettent en évidence une autre espèce bactérienne isolée de patients 
atteints d’angiomatose bacillaire ou de bactériémie fébrile chronique, appelée par la suite B. henselae. 
En 1992, Regnery et al. ont montré que 87,8 % (36/41) des patients suspects de MGC avaient des taux 
d'anticorps élevés contre B. henselae alors que cette prévalence était bien plus faible, de 2,8 % (3/107), 
chez des individus sains. Un grand nombre d’études a, par la suite, confirmé que la MGC était causée 




La MGC est une maladie cosmopolite puisqu’elle a été décrite dans de très nombreux pays. 
Chaque année, aux Etats-Unis, on estime que plus de 2 000 personnes sont hospitalisées pour cette 
affection (0,8 cas/100 000 hospitalisations) mais que 22 000 personnes non hospitalisées souffrent de 
cette maladie (9,3 cas/100 000 habitants). Sa prévalence, d’après les connaissances actuelles, varie 
selon plusieurs critères :  
- La densité des populations de chats. 
- L’exposition humaine aux chats : dans une étude incluant 1 200 individus atteints de la MGC, 
un contact préalable avec un félin domestique a été démontré dans 99,1 % des cas (Carithers, 
1985). 
- L’âge des chats en contact avec le patient : Zangwill et al. (1993) ont montré que les personnes 
possédant un chaton âgé de moins de 12 mois avaient 15 fois plus de risques de contracter la 
MGC que ceux ayant un chat plus âgé. En effet, il semblerait que la charge bactérienne soit 
plus importante chez les jeunes chats. 
- Le taux d’infestation des chats par les puces : Zangwill et al. (1993) ont mis en évidence que 
les propriétaires d’au moins un chaton parasité avaient 29 fois plus de risques de développer 
une MGC que des propriétaires de chats non parasités. 
- Le mode de vie des chats en contact avec les patients : bien que la séroprévalence pour B. 
henselae soit plus importante chez les chats errants, Oskouizadeh et al. (2010) ont isolé l’ADN 
de B. henselae dans la salive de 10,9 % de chats domestiques (12/110) et n’en n’ont pas isolé 
chez les chats errants inclus dans l’étude. Ainsi, les chats de compagnie pourraient être des 
sources d’infection importante pour l'Homme, d’autant plus que les contacts avec les chats 
sauvages sont généralement limités. 
- Les conditions saisonnières : la MGC semblent survenir particulièrement durant les mois 
d'automne et d'hiver (Margileth, 1968). 
 
Par ailleurs, il semblerait que les hommes soient légèrement plus atteints que les femmes par 
la MGC (Piemont et Heller, 1998). Concernant l’âge, d’après Margileth en 1968, 80 % des patients 
touchés par cette maladie avaient moins de 20 ans. Cependant, la prédominance classique chez les 
enfants n’est, a priori, pas confirmée : la maladie surviendrait aussi fréquemment chez les adultes, 
mais ne serait souvent pas diagnostiquée (Piemont et Heller, 1998). 
 
En trois à dix jours, une papule ronde, rouge à brune et dont la taille ne dépasse pas quelques 
millimètres, se développe sur le trait de griffure et persiste habituellement quelques jours (Figure 12, 
A). Dans les unes à deux semaines suivantes, un ou plusieurs ganglions lymphatiques drainant la zone 
d'inoculation augmentent de volume, atteignant une taille de plusieurs centimètres en quelques 
semaines, puis finissent par décroître (Figure 12, A). Les signes cliniques de la MGC persistent, en 
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moyenne, pendant deux à trois mois mais, lors de certains cas plus sévères, les symptômes durent plus 
longtemps. Au contraire, ils sont parfois si discrets que la maladie n’est pas suspectée. Dans leur 
évolution tardive, les ganglions peuvent devenir fluctuants avec un érythème cutané en regard et 
suppurer s'ils ne sont pas drainés par une ponction à l'aiguille (Figure 12, B). Chez la moitié des patients, 
la MGC ne se traduit que par une adénopathie, mais qui peut parfois être accompagnée 
d’hyperthermie, d'anorexie, de céphalées, d'arthralgies, de myalgies et de douleurs au niveau du cou, 




Figure 12. Lésions de MGC lors d’infection à B.henselae -  
A : papule et adénite (Sabella, 2019) ; B : adénopathie suppurative (Boillat et Greub, 2007) 
 
La MGC peut également se présenter sous une forme atypique grave avec des symptômes 
systémiques sévères en raison de la dissémination de l'infection. Dans ce cas, les patients présentent 
une pyrexie prolongée de plus de deux semaines, une fatigue, des arthralgies et myalgies et plus 
rarement des éruptions cutanées, une perte de poids, une splénomégalie voire des lésions osseuses, 
hépatiques ou spléniques (Margileth et al., 1987). 
 
Enfin, certains patients immunocompétents peuvent présenter une MGC disséminée sans 
adénopathie périphérique détectable, mais caractérisée par de la fièvre, des douleurs abdominales, 
des symptômes systémiques sévères voire une hépato-splénomégalie (Piemont et Heller, 1998). 
 
ii. Syndrome oculo-glandulaire de Parinaud 
 
En 1889, Parinaud décrit trois patients avec une conjonctivite unilatérale associée à des 
adénopathies adjacentes (préauriculaires) qui évoluent et régressent spontanément en quelques 
semaines à quelques mois (Figure 13). Le syndrome oculo-glandulaire de Parinaud fut rattaché, pour 
la première fois, à la MGC par Presme et Marchand, en 1950. Il se contracte par inoculation 
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conjonctivale indirecte de B. henselae. Il s’agit d’une forme atypique de la MGC caractérisée par une 
conjonctivite granulomateuse avec formation de nodules, de couleur variant du rouge au jaune sur la 
conjonctive palpébrale de l’œil. Bien que ce syndrome puisse être causé par d'autres infections 
(tuberculose, tularémie, syphilis, lympho-granulomatose vénérienne), B. henselae en est la cause la 
plus fréquente. À l’inverse, ce syndrome est la forme la plus fréquente d’une MGC atypique (4 à 6 % 








Figure 13. Syndrome oculo-glandulaire de Parinaud lors d’infection à B. henselae -  
A : conjonctivite granulomateuse ; B : adénite préauriculaire (Sabella, 2019)  
 
iii. Complications nerveuses 
 
En 1991, Carithers et Margileth décrivent des complications nerveuses de la MGC chez 76 
patients : 66 avec une encéphalopathie et 15 avec des atteintes des nerfs périphériques ou crâniens. 
L'incidence de ces complications serait inférieure à 2 % des cas de MGC et toucherait plutôt les enfants 
âgés, les adolescents et les adultes. Elles surviendraient de quelques jours à deux mois après 
l'apparition des adénopathies. Cliniquement, cela se traduit par des convulsions de quelques minutes 
à quelques heures (46 % des cas) qui peuvent s'accompagner de comas, de céphalées persistantes et 
généralisées, de malaises, d’une léthargie. Exceptionnellement, une hémiplégie transitoire, une 
aphasie de plusieurs jours, une perte de l'ouïe pendant plusieurs mois, des troubles persistants des 
fonctions cognitives avec amnésie sévère au long cours, une paralysie bilatérale de la sixième paire de 
nerfs crâniens et une démence peuvent être rencontrés. Le liquide cérébrospinal présente, dans un 
tiers des cas, une augmentation modérée du nombre de cellules (surtout des lymphocytes), une 
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protéinorachie et parfois une hypoglycorachie. Les patients guérissent le plus souvent en 1 à 3 mois, 
mais des formes plus prolongées, de presque un an, existent (Carithers et Margileth, 1991). 
 
Par ailleurs, la rétinite stellaire maculaire de Leber est une autre complication nerveuse 
inhabituelle de la maladie des griffes du chat. Elle survient généralement chez des enfants et des jeunes 
adultes. Ces individus subissent une perte de vision habituellement unilatérale, avec scotome central 
et formation d'une étoile maculaire (exsudats capillaires issus de la tête du nerf optique qui s'étendent 
dans l'espace sous-rétinien et dans la région maculaire) (François et al., 1982). Elle se développe chez 
13 % des patients atteints d'encéphalite associée à la MGC mais aussi chez des patients 
asymptomatiques. Elle guérit spontanément en un à trois mois. 
 
iv. Angiomatose bacillaire 
 
L'angiomatose bacillaire est un syndrome vaso-prolifératif (prolifération des cellules de 
l’endothélium vasculaire) survenant principalement chez les sujets fortement immunodéprimés et très 
rarement chez des sujets immunocompétents. Ce syndrome se traduit par l'apparition progressive de 
tumeurs vasculaires de la peau et des tissus sous-cutanés. Ces lésions tumorales ont des 
caractéristiques assez variables en termes de couleur (brun-violet ou incolore), de nombre (quelques-
unes à plusieurs centaines), de taille (quelques millimètres à plusieurs centimètres), de morphologie 
(granulomes pyogènes, nodules sous-cutanés ou plaques indurées hyperpigmentées) (Figure 14). 
L'angiomatose bacillaire peut se disséminer à tous les organes sans traitement adapté et se caractérise 
alors par des symptômes non spécifiques : fièvre, frissons, sueurs nocturnes, anorexie avec perte de 
poids, douleurs abdominales, nausées, vomissements et diarrhées, sans nécessairement de lésions 





Figure 14. Angiomatose bacillaire lors d’infection à B. henselae (Mekkes, 2014) 
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v. Péliose bacillaire 
 
La péliose bacillaire est une entité vaso-proliférative affectant les organes internes comportant 
des éléments du système monocyto-macrophagique soit essentiellement le foie, mais aussi la rate, les 
ganglions lymphatiques abdominaux et la moelle osseuse. Elle touche principalement les sujets en 
phase terminale de SIDA, mais elle a également été décrite chez des patients atteints de tuberculose 
ou d’un cancer.  
 
vi. Bactériémie fébrile récurrente ou persistante 
 
La bactériémie fébrile persistante ou récurrente est un syndrome survenant chez les patients 
immunodéprimés. C’est un syndrome complexe, d’évolution insidieuse et prolongée, entrainant de la 




Plusieurs cas d'endocardite à B. henselae ont été décrits avec des végétations valvulaires 
(affectant majoritairement la valve aortique) dans lesquelles les cultures habituelles et hémocultures 
ne mettent pas en évidence de bactéries. L’incidence de ces endocardites est d’environ 3 % et B. 
henselae est responsable de 25 % des endocardites à hémoculture négative. Les signes cliniques 
associés à cette atteinte cardiaque sont une dyspnée sévère, une perte de poids, une sudation 
excessive, des syncopes, un rash pétéchial prétibial et des œdèmes localisés aux jambes (Sillon, 2004). 
 
b. Bartonella clarridgeiae 
 
Une bactériémie à B. clarridgeiae a été décrite, pour la première fois, chez un donneur de sang 
humain asymptomatique après hémoculture, PCR et séquençage d'ADN (Vieira-Damiani et al., 2015). 
Cette bactérie pourrait être un agent causal mineur de la MGC puisque des anticorps anti-B. 
clarridgeiae ont été détectés chez deux patients, l’un avec une adénopathie axillaire gauche associée 
à une hyperthermie, l’autre avec un abcès de la paroi thoracique (Kordick et al., 1997 ; Margileth, 
Baehren, 1998). De plus, des anticorps spécifiques anti-flagelles dirigés contre B. clarridgeiae ont été 
détectés chez 28 (3,9 %) des 724 patients atteints d'adénopathie (Sander et al., 2000), bien qu’une 







c. Bartonella koehlerae 
 
Bartonella koehlerae a été identifiée dans des cas d’endocardites (Avidor et al., 2004) et de 
troubles nerveux de type hallucinations, neuropathies sensorielles et déficits visuels périphériques  
(Breitschwerdt et al., 2011). En 2010, une infection a été rapportée chez huit patients 
immunocompétents présentant des symptômes variables (fatigue, insomnies, douleurs articulaires et 
musculaires, céphalées, pertes de mémoire, tachyarythmies), en sachant que la moitié de ces individus 
étaient également infectés par B. vinsonii subsp. berkhoffii (Breitschwerdt et al., 2010). Récemment, 
grâce à la sérologie, B. koehlerae a été impliquée dans un cas de syndrome douloureux régional 
complexe de type I chez un vétérinaire (Vera et al., 2014). Par ailleurs, cette bactérie contribue 
potentiellement au développement d’hémangioendothéliomes épithélioïdes (Mascarelli et al., 2011) 
et douleurs neuropathiques impliquant les muscles ou les articulations (Maggi et al., 2012 ; Mozayeni 
et al., 2018). 
 
d. Bartonella rochalimae 
 
Bartonella rochalimae a été isolée chez un touriste voyageant au Pérou qui présentait une 
hyperthermie, une splénomégalie et une anémie (Eremeeva et al., 2009).  
 
e. Bartonella quintana  
 
Bartonella quintana est à l'origine d'un large éventail de maladies : fièvre des tranchées 
classique, bactériémie chronique, adénopathie chronique, angiomatose bacillaire, endocardite et 
maladie pyogranulomateuse. La fièvre des tranchées, ou fièvre de cinq jours, a décimé plus d’un million 
de soldats pendant la première guerre mondiale. De nos jours, cette bactérie est ré-émergente dans 
des camps de réfugiés en Afrique ainsi que chez des sans-abris et patients alcooliques en Europe, aux 
États-Unis et en Russie (Spach et al., 1995 ; Stein et Raoult, 1995 ; Raoult et al., 1998 ; Brouqui et al., 
1999 ; Raoult et Roux, 1999 ; Rydkina et al., 1999). Par exemple, en France, entre 3,4 et 8,4 % de sans-
abris marseillais sont bactériémiques (Brouqui et al., 2005). La maladie se caractérise par des accès 
fébriles de trois à six jours et qui, dans la moitié des cas, sont récurrents et se succèdent tous les cinq 
jours (fièvre quinte). La fièvre est accompagnée de sueurs nocturnes, de frissons, de céphalées sévères, 
d'un syndrome pseudo-grippal ou méningé, de douleurs dans les os longs des jambes, d'arthralgies ou 
plus rarement de myalgies et d’éruptions maculo-papuleuses sur l'abdomen, la poitrine et le dos 
(Piémont et Bermond, 2001 ; Boulouis et al., 2007). Les crises évoluent durant quatre à six semaines 
et deviennent de moins en moins symptomatiques, jusqu’à la guérison. Cependant, 5 à 10 % des 
patients développent une bactériémie prolongée : B. quintana a été isolée plusieurs semaines à 
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plusieurs mois (jusqu’à 8 ans) après le début de la maladie (Kostrzewski, 1949 ; Brouqui et al., 1999). 
D'autres patients développent une infection chronique caractérisée par une lymphadénopathie 
chronique (Raoult et al., 1994 ; Drancourt et al., 1996). Chez des patients immunodéprimés, une 
angiomatose bacillaire avec des lésions vasoprolifératives indistinguables de celles induites par B. 
henselae sauf par leur localisation sous-cutanée et osseuse peut être observée (Brouqui et al., 1999 ; 
Karem et al., 2000). De nombreux cas d’endocardites sont associés à une infection par B. quintana et 
surviennent majoritairement sur des valves ne présentant pas de lésion initiale, contrairement aux 
endocardites à B. henselae (Raoult et al., 1996). Enfin, B. quintana a été identifiée dans le liquide 
cérébrospinal de deux patients atteints d’une affection du système nerveux central : l’un avec un 
processus granulomateux impliquant le thalamus droit et les tissus environnants et l’autre avec une 
encéphalopathie sans signe d'atteinte focale (Parrott et al., 1997). 
 
f. Bartonella vinsonii subsp. berkhoffii  
 
Bartonella vinsonii subsp. berkhoffii a été impliquée dans au moins un cas d'endocardite chez 
l'Homme (Roux et al., 2000). La bactérie a également été détectée chez des individus présentant des 
troubles nerveux de type : manque de coordination, céphalées, insomnies, engourdissements, 
paresthésie localisée aux extrémités (Breitschwerdt et al., 1999 ; Oliveira et al., 2010) et des 
symptômes rhumatismaux (Maggi et al., 2012). De surcroit, B. vinsonii subsp. berkhoffii pourrait 
engendrer des lésions vasoprolifératives puisque le génotype II a été isolé chez un garçon atteint d'un 
hémangioendothéliome épithélioïde (Breitschwerdt et al., 2009). Enfin, cette bactérie pourrait causer 
des adénopathies puisque des anticorps dirigés contre B. vinsonii ont été détectés chez un enfant 
présentant cette affection après morsure par un chien, sans pouvoir identifier la sous-espèce en cause 
(Rolain et al., 2009). Cependant, l’infection par B. vinsonii subsp. berkhoffii n’est pas nécessairement 
associée à une maladie clinique (Oteo et al., 2017). 
 
g. Bartonella elizabethae 
 
Bartonella elizabethae a été identifiée pour la première fois chez un patient présentant une 
importante végétation bactérienne sur la valve aortique (Daly et al., 1993). Par la suite, une 













ENQUÊTE ÉPIDÉMIOLOGIQUE ET PRÉVALENCE DE 








































Ce chapitre est consacré à l’étude des puces et des agents pathogènes zoonotiques qu’elles 
hébergent, dans l’Ouest de la France. Nous y présentons nos travaux expérimentaux, à savoir les 
prévalences des espèces de puces rencontrées chez nos carnivores domestiques et celles des bactéries 
des genres Bartonella spp. et Rickettsia spp. qu’elles peuvent héberger. 
 
I. Objectifs de l’étude 
 
De plus en plus de foyers possèdent un animal de compagnie. De nombreux facteurs, tels que 
les changements climatiques et l’urbanisation, ont une influence sur la répartition des arthropodes 
vecteurs, et donc sur la dynamique de transmission des agents pathogènes d’importance médicale et 
vétérinaire. Une meilleure connaissance de la prévalence et de la distribution actuelle des agents 
pathogènes transmis par les puces permettrait d’aider les vétérinaires et les médecins dans 
l’information et la prévention de la transmission de ces bactéries zoonotiques. 
 
Le premier objectif de cette étude est de préciser quelles espèces de puces sont hébergées par 
les chats et chiens dans certaines régions de l’Ouest de la France. Le second objectif est d’établir une 
prévalence du portage de l’ADN de différents agents zoonotiques par ces puces, à savoir Bartonella 
spp. et Rickettsia spp., en utilisant la biologie moléculaire. Des corrélations ont été recherchées entre 
l’infection des puces par les bactéries zoonotiques identifiées et les données relatives à la population 
étudiée. Enfin, cette étude a également pour but de mieux connaitre les habitudes actuelles en termes 
de lutte contre les parasites externes, par le biais d’un questionnaire distribué aux propriétaires des 
animaux prélevés.  
 
II. Matériels et méthodes 
 
Afin de mener à bien cette étude, des puces ont été récoltées sur des chats et des chiens aux 
modes de vie différents, dans diverses régions de l’Ouest de la France, sur une durée d’environ un an. 
Une fois une quantité d’échantillons obtenus satisfaisante, l’ADN de chaque puce collectée a été 
extrait de façon individuelle et des amplifications en chaîne par polymérase (PCR) ont été réalisées afin 
de vérifier la réussite de l’extraction et de chercher la présence d’ADN de bartonelle et de rickettsie. 







1. Collecte des puces des chats et chiens 
 
La collecte de puce a été réalisée sur une année, de janvier 2018 à janvier 2019, dans plusieurs 
régions de l’Ouest de la France et dans différentes structures. La même méthodologie a été appliquée 
lors des prélèvements. Au total, 1 110 puces ont été prélevées dont 730 proviennent de chats et 380 
de chiens. 
 
A. Lieux de prélèvement  
 
a. Régions  
 
La collecte des échantillons a été effectuée dans l’Ouest de la France, bien qu’une majorité 
d’entre eux proviennent du Sud-Ouest, et plus précisément de la région Occitanie (Figure 15 et 16). 
Beaucoup d’animaux ont été prélevés à l’École Nationale Vétérinaire de Toulouse (ENVT) ou sur notre 
temps libre, en parallèle de notre cursus scolaire, ce qui explique cette disparité. Par ailleurs, nous 
avons profité de nos remplacements vétérinaires en Vendée et en Charente pour enrichir la population 


































Figure 16. Provenance par département des échantillons de puces de chiens 
 
b. Types de structures  
 
Un des objectifs de la collecte était d’avoir une certaine hétérogénéité dans l’origine des 
animaux prélevés. Pour cela, les puces ont été récoltées sur des chats et chiens de propriétaires, c’est-
à-dire venant en consultation dans des cliniques vétérinaires privées ou au Centre Hospitalier 
Universitaire Vétérinaire (CHUV) de l’ENVT, mais aussi sur des animaux de fourrière, errants et placés 
à l’adoption en famille d’accueil ou en refuge. Ainsi, un rapprochement avec des associations telles 
que la Société Protectrice des Animaux (SPA) et le Chat Libre de Toulouse (CLT) a eu lieu afin de pouvoir 
prélever ce type d’animaux. Nous sommes également intervenues lors les portes ouvertes du Canipôle 
Toulousain, un club canin de la région toulousaine. 
 
B. Méthodologie de la collecte 
 
Les prélèvements de puces ont été effectués à l’aide de peignes fins pourvus à cet effet. Les 
parasites récoltés ont été placés dans de l’alcool à 90° non modifié et stockés à température ambiante 
jusqu’au moment de l’analyse. Une fiche de renseignements concernant l’animal ainsi qu’un 
consentement éclairé ont été remplis lors de chaque prélèvement. 
 
a. Méthode de prélèvement 
 
Au cours de l’étude, nous avons réalisé nous-mêmes les prélèvements de puces, lorsque cela 
était possible. L’autre partie des prélèvements a été opérée par des étudiants de l’ENVT, au cours de 
leurs rotations dans les différents services du CHUV ou lors de leurs remplacements dans des cliniques 
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vétérinaires. Lorsque ces prélèvements étaient réalisés par de tierces personnes, des fiches de 
renseignements et de consentement éclairé ainsi qu’un peigne et des pots contenants de l’alcool à 90° 
non modifié ont été distribués. Une feuille avec les consignes concernant la réalisation de la collecte 
et la conservation des puces a également été envoyée à chaque personne concernée ou affichée dans 
les différents services.  
 
Chaque animal rencontré en consultation, pour un rappel de vaccination, en vue d’une 
chirurgie de stérilisation ou pour un motif dermatologique par exemple, était susceptible d’être 
prélevé. De même, la procédure de recherche était systématiquement réalisée pour les animaux 
d’association, même s’ils ne présentaient aucun signe clinique en lien avec une infestation parasitaire 
tel que la présence de puces ou de leurs déjections, du prurit, des dépilations, de l’érythème ou des 
excoriations. 
 
Les prélèvements ont été réalisés par deux manipulateurs avec une première personne se 
chargeant de la contention de l’animal et une seconde de son peignage. Chaque animal a été peigné 
pendant une dizaine de minutes, sur l’ensemble du corps. Une attention particulière a été portée aux 
zones du corps où se concentrent généralement les puces : base de la queue, ligne du dos, cou et 
abdomen. L’objectif était de récupérer un minimum de cinq puces par animal.  
 
b. Méthode de conservation 
 
L’ensemble des puces récupérées sur un animal par l’opérateur était directement placé dans 
un pot de collecte étanche, avec un bouchon à vis, rempli jusqu’à son quart par de l’alcool à 90° non 
modifié. Cette méthode permettait la mort immédiate des parasites ainsi que la conservation à long 
terme de leur ADN. Chaque pot était utilisé une unique fois et pour un seul animal. Il était ensuite 
identifié, à l’aide d’une étiquette sur laquelle étaient inscrits le nom de l’animal et de son propriétaire, 
l’espèce et la date de prélèvement, et rattaché à la feuille de renseignements et au consentement 
éclairé correspondant. 
 
c. Contenu du questionnaire et du consentement éclairé 
 
Pour chaque animal prélevé, une feuille avec des renseignements concernant l’animal était à 
remplir par l’étudiant ou le propriétaire lui-même (Annexe 3). Plusieurs informations concernant les 
caractéristiques physiologiques de l’animal, ainsi que des données sur son mode de vie, les traitements 
antiparasitaires reçus antérieurement et les signes cliniques étaient à compléter. Succinctement, la 
fiche à remplir contenait les informations suivantes :  
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- Sur l’animal : nom de l’animal et du propriétaire, espèce, race, âge, sexe, statut reproducteur 
et type d’activité 
- Sur son mode de vie : milieu de vie, accès à l’extérieur (jour et nuit), type d’extérieur, 
estimation du temps passé à l’extérieur, contact avec d’autres animaux (foyer et hors-foyer) 
en précisant le nombre et les espèces 
- Sur les traitements antiparasitaires externes (APE) et internes (API) : fréquence, spécialité, 
forme galénique, lieu d’achat et date de la dernière administration. Seules les informations 
concernant les APE ont par la suite été exploitées dans ce travail. 
- Sur la clinique : motif de consultation, présence de signes indirects d’infestation par les puces  
 
De plus, le propriétaire ou son détenteur légal devait lire et signer un consentement éclairé 
autorisant la réalisation du prélèvement ainsi que l’utilisation des puces de son animal et des 
informations récoltées pour l’étude, sur laquelle ils étaient informés (Annexe 4). 
 
2. Observation macroscopique et identification 
 
Toutes les puces récoltées ont été regardées individuellement au microscope électronique afin 
d’identifier l’espèce d’appartenance.  
 
Une fois la diagnose réalisée, les puces ont été individuellement placées dans des microtubes 
Eppendorf d’1,5 mL contenant de l’alcool à 90° non-modifié. Ces derniers ont été identifiés à l’aide 
d’un code en deux parties, la première permettant d’identifier l’animal prélevé et la seconde 
permettant d’identifier la puce en fonction de son espèce. Ce code se retranscrit de la sorte :  
- Les deux premières lettres correspondent à l’espèce de l’animal sur laquelle la puce a été 
prélevée, c’est-à-dire les abréviations « CT » pour un chat et « CN » pour un chien. Ces lettres 
ont été associées à un numéro permettant d’identifier précisément l’animal. Ainsi, un code 
commençant par « CT1 » signifie que la puce contenue dans le tube appartenait au premier 
chat prélevé. 
- La seconde partie du code est formée d’une lettre correspondant à l’espèce de la puce et d’un 
nombre permettant de donner un numéro à la puce. Les lettres utilisées pour chaque espèce 








Espèces Lettres associées 
C. felis F 
C. canis C 
P. irritans P 
A. erinacei A 
 
Tableau 7. Lettres utilisées pour chaque espèce de puce lors du codage des échantillons 
 
Ainsi, le code à trois lettres et deux chiffres obtenu permettait d’identifier l’échantillon avec 
précision. Par exemple, l’échantillon « CT1 F1 » correspond à la C. felis numéro 1 récupérée sur le 
premier chat prélevé, la puce « CT1 F2 » correspond à la C. felis numéro 2 récupérée sur ce même chat, 
et ainsi de suite.  
 
3. Extraction d’ADN 
 
Pour chaque animal, l’ADN de toutes les puces prélevées a été extrait à l’aide du kit 
NucleoSpin®Tissue (Mascherey-Nagel, Hoerdt, France) en suivant le protocole du fabricant « Blood and 
Tissue » (Figure 7). 
 
Dans un premier temps, l’alcool contenu dans les microtubes a été retiré et les tubes ont été 
laissés ouverts quelques minutes afin de permettre l’évaporation du surplus d’alcool. Puis, chaque 
puce a été broyée à l’aide d’un piston stérile pour microtube de contenance 1,5 mL (SP Scienceware, 
Wayne, Etats-Unis) et mise à incuber pendant au moins 12 heures à 56°C dans un mélange de 200 µL 
de tampon T1 et de 30 µL de protéinase K. Le lendemain, une incubation des échantillons pendant 10 
minutes à 70°C dans 200 µL de tampon spécifique permettait la lyse des tissus. Ensuite, 210 µL 
d’éthanol ont été ajoutés aux échantillons et le contenu de chaque tube a été placé sur une colonne 
avec filtre après homogénéisation de la solution. Puis, une centrifugation d’une minute à 11 000 g a 
été réalisée. L’ADN retenu par le filtre a ensuite été rincé deux fois avec deux solutions de lavage 
différentes (500 µL puis 600 µL respectivement). Une étape de centrifugation d’une minute à 11 000 g 
a, elle aussi, été effectuée après chaque lavage. Afin d’éliminer toute trace des tampons de rinçage, 
une troisième centrifugation d’une minute à 11 000 g a été pratiquée. L’ADN a été récupéré dans 100 
µL de tampon d’élution (comportant 5 mM de Tris/HCl et maintenu à un pH de 8,5) en deux étapes : 
une incubation d’une minute à l’air ambiant (remise en suspension de l’ADN) suivie d’une 
centrifugation d’une minute à 11 000 g. Ce tampon d’élution permet une conservation de l’ADN à plus 
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long terme, à la différence de l’eau stérile. Le filtrat a ensuite été congelé à -20°C en vue d’une 
amplification différée.  
 
 
Figure 17. Protocole « Blood and Tissues » du kit NucleoSpin® Tissue 





4. Dosage de l’ADN total 
 
Suite à chaque extraction, la quantité et la qualité de l’ADN ont été déterminées pour tous les 
échantillons. Ces dosages ont été réalisés par mesure d’absorbance à l’aide de deux 
spectrophotomètres différents : le NanoDrop™, Thermo Fisher Scientific, Vantaa, Finland et le 
CLARIOstar® Plus, BMG LABTECH, Champigny-sur-Marne, France. Compte-tenu de la variabilité des 
résultats obtenue avec le premier appareil, la seconde partie des dosages d’ADN a été effectuée avec 
le CLARIOstar® Plus. Pour cela, lors de chaque série, 2 μL de tampon d’élution (utilisé pour l’extraction 
d’ADN) ont été placés dans les deux premiers puits de la microplaque LVis afin de faire le blanc. Dans 
les 14 puits restants, 2 μL de 14 échantillons d’ADN différents ont été déposés.  
 
5. Amplifications en chaîne par polymérase 
 
Bien que la totalité des puces ait subi l’extraction d’ADN, toutes n’ont pas été analysées par 
PCR. En effet, lorsque le nombre de puces récoltées sur un animal était inférieur ou égal à cinq, toutes 
les puces ont été analysées. Lorsque ce nombre était supérieur à cinq, la moitié des puces prélevées 
sur l’animal ont été analysées. Pour les chiens porteurs de plusieurs espèces de puces, la totalité des 
puces de chaque espèce a été analysée. De plus, lors de la recherche de bartonelles, si au moins une 
puce était positive alors toutes les puces de l’animal étaient soumises à la PCR. Cela n’a pas été réalisé 
lors de la recherche des rickettsies par manque de temps. L’ADN des puces restantes était alors 
conservé pour une analyse ultérieure. 
 
A. ADN de référence 
 
De l’ADN de référence était nécessaire pour la mise au point de chaque PCR. Cet ADN a 
également servi de témoin positif lors de la réalisation des PCR.  
 
a. ADN de Ctenocephalides felis 
 
Il a été obtenu à partir de puces d’élevage de l’insectarium du service de Parasitologie de 
l’ENVT qui entretient, depuis 1990, un élevage de puces C. felis. Les puces adultes sont maintenues sur 
des chats de laboratoire en conformité avec la réglementation sur le bien-être animal. Le cycle de l’œuf 
à l’adulte se déroule en 21 jours environ aux conditions de températures et d’humidité de 





b. ADN de Bartonella spp. 
 
La souche utilisée est la souche de référence B. henselae Houston - 1 - ATCC 49882, maintenue 
en culture par le service de bactériologie de l’Ecole Nationale Vétérinaire d’Alfort (ENVA). Cet ADN a 
servi de témoin positif pour les PCR visant à amplifier l’ADN de Bartonella spp. et de B. henselae. 
 
c. ADN de Rickettsia spp. 
 
L’ADN utilisé est de l’ADN de Rickettsia spp. extrait de tiques naturellement infectées et 
gracieusement fourni par le Pr Richard Birtles, University of Salford, Manchester, Royaume-Uni. 
 
B. Mise au point et déroulement des PCR 
 
La première partie de ce travail consistait à mettre au point les PCR utilisées pour rechercher 
l’ADN de bartonelle et de rickettsie dans les puces collectées. Ces analyses n’étaient pas réalisées en 
routine au laboratoire de parasitologie avant notre travail de thèse. Afin de contrôler la qualité de 
l’extraction d’ADN, nous avons également cherché la présence d’ADN de puce dans nos échantillons.  
Ainsi, nous avons d’abord déterminé les conditions idéales pour chaque cycle de PCR. La mise au point 
de ces quatre PCR est décrite par la suite.  
 
Pour chaque série de puces analysées, plusieurs PCR ont été successivement réalisées. La 
première PCR permettait d’amplifier un gène codant pour l’ARN 18S des arthropodes dans le but de 
mettre en évidence l’ADN des puces dans nos échantillons. La seconde PCR avait pour rôle d’amplifier 
le gène gltA codant pour la citrate synthase, très conservé au sein du genre Bartonella, afin de détecter 
la présence éventuelle d’ADN de Bartonella spp. Pour les échantillons positifs, une autre amplification 
a été réalisée avec des amorces permettant d’amplifier une mutation de ce gène spécifique à B. 
henselae. Enfin, la dernière PCR servait à amplifier le gène gltA codant également pour la citrate 
synthase des bactéries du genre Rickettsia. 
 
a. Amorces utilisées  
 
Différents couples d’amorces ont été utilisés lors des PCR afin d’amplifier une partie du 
génome de C. felis ou de l’agent pathogène recherché. L’ensemble des amorces avec leurs 






i. Pour Ctenocephalides felis 
 
Le couple d’amorces utilisé pour l’amplification du gène 18S de l’ADN de puce est le suivant : 
Cf18Sf 5’-TGCTCACCGTTTGACTTGG-3’ et Cf18Sr 5’-GTTTCTCAGGCTCCCTCTCC-3’. Elles permettent 
l’amplification d’un fragment d’ADN ribosomique de 179 paires de bases (pdb) (Reif et al., 2008). 
 
ii. Pour Bartonella spp. 
 
Les amorces CS140 5’-TTACTTATGATCCTGGTTTTAC-3’ et BhCS.1137n 
5’AATGCAAAAAGAACAGTAAACA-3’, amplifiant une séquence conservée de Bartonella spp., ont été 
utilisées pour l’amplification du gène gltA de l’ADN de Bartonella spp. (Birtles et Raoult, 1996). Elles 
permettent d’amplifier un fragment de 1 137 pdb. 
 
iii. Pour Bartonella henselae 
 
Les échantillons positifs pour Bartonella spp. ont ensuite été amplifiés dans une seconde PCR 
afin de déterminer si l’espèce de bartonelle en cause était B. henselae. Pour cela, le couple d’amorces 
suivant : BhCS.1137n 5’-AATGCAAAAAGAACAGTAAACA-3 et BhCS.781p 5’-GGGACCAGCTCATGGTGG- 
3’ a été utilisé. Ces amorces ciblent une mutation du gène gltA propre à B. henselae au niveau de la 
379 pdb spécifique à cette espèce (Chang et al., 2006). Le fragment amplifié a une taille de 338 pdb 
(Blazes et al., 2013).  
 
iv. Pour Rickettsia spp. 
 
 Le couple d’amorces utilisé pour amplification du gène gltA codant pour la citrate synthase des 
rickettsies est FgltA 5’-CGAACTTACCGCTATTAGAATG-3’ et RgltA 5’-CTTTAAGAGCGATAGCTTCAAG-3’. Il 













Amorces Gènes Organismes ciblés Séquences 
Tailles des 
fragments 
Cf18Sf 18S Arthropode 5’ TGCTCACCGTTTGACTTGG 3’ 
179 pdb 
Cf18Sr 18S Arthropode 5’ GTTTCTCAGGCTCCCTCTCC 3’ 
CS140 gltA Bartonella spp. 5’ TTACTTATGATCCTGGTTTTAC 3’ 
1 137 pdb 
BhCS.1137n gltA Bartonella spp. 5’ AATGCAAAAAGAACAGTAAACA 3’ 
BhCS.781p gltA B. henselae 5’ GGGACCAGCTCATGGTGG 3’ 338 pdb 
FgltA gltA Rickettsia spp. 5’ CGAACTTACCGCTATTAGAATG 3’ 
581 pdb 
RgltA gltA Rickettsia spp. 5’ CTTTAAGAGCGATAGCTTCAAG 3’ 
 
 
Tableau 8. Amorces, avec séquences et gènes ciblés, utilisées lors des différentes PCR 
 
b. Préparation des échantillons pour la PCR 
 
Quelle que soit la PCR considérée, le volume final des échantillons était toujours de 20 μL. Pour 
cela, chaque tube de 0,2 mL était rempli par 4 μL d’eau pure, 10 μL de mix PCR 10X (Taq Phusion 
Thermo Scientific, Illkirch-Graffenstaden, France), 1 μL de chaque amorce (soit 2 μL d’amorces au total) 
et 4 μL d’ADN non dilué. La concentration était de 10 µmol/L pour les amorces suivantes : Cf18Sf, 
Cf18Sr, CS140, BhCS.1137n et BhCS.781p (dilution au cinquième de l’échantillon de départ de 
concentration égale à 50 µmol/L) et de 17 µmol/L pour les amorces FgltA et RgltA (dilution au tiers de 
l’échantillon de départ à 50 µmol/L). 
 
c. Détermination de la température d’hybridation optimale  
 
Afin de définir la température d’hybridation optimale entre les amorces et l’ADN, un gradient 
de températures a été réalisé pour chaque amplification. Pour cela, douze échantillons ont été 
préparés comme décrit précédemment avec l’ADN de référence et le couple d’amorce correspondant. 
Puis, ils ont tous subi l’amplification mais avec des températures d’hybridation différentes. En effet, 
pour les PCR permettant de vérifier la qualité de l’extraction et de chercher Bartonella spp. ou B. 
henselae, le gradient s’étendait de 55°C à 62 °C  soit : 55°C, 55,1°C, 55,4°C, 56°C, 56,8°C, 57,8°C, 58,9°C, 
60°C, 60,8°C, 61,4°C, 61,8°C, 62°C. Pour celle ciblant l’ADN de rickettsie, le gradient s’étendait de 50°C 
à 60°C, soit : 50°C, 50,2°C, 50,6°C, 51,5°C, 52,6°C, 54°C, 55,7°C, 57,1°C, 58,2°C, 59,2°C, 59,7°C, 60°C. 
Des hybridations non spécifiques ont pu être observées sur le gel d’électrophorèse lors du mélange de 
l’ADN de C. felis avec les amorces de puces pour des températures inférieures à 60°C (Figure 18). Pour 





Figure 18. Gel d’électrophorèse du gradient de températures avec des amplicons  
d’ADN de C. felis avec les amorces Cf18S  
 
Aucune hybridation non spécifique n’a été observée lors des amplifications réalisées avec de 
l’ADN de B. henselae et des amorces pour Bartonella spp. contrairement aux amplifications réalisées 
avec l’ADN de rickettsie et les amorces correspondantes (Figure 19). Cependant, une température 
d’hybridation de 54°C a été choisie et le nombre de cycle a été diminué de 5 cycles en parallèle. Avec 
ces paramètres, aucune hybridation non-spécifique n’a été observée entre l’ADN de Rickettsia spp. et 




Figure 19. Gel d’électrophorèse du gradient de températures avec des amplicons d’ADN de Rickettsia 





d. Vérification de la spécificité des sondes 
 
L’ADN des puces d’élevage extrait a été amplifié avec les amorces de Bartonella spp. et, 
inversement, l’ADN de B. henselae pur a été amplifié avec les amorces de puces. Cela a été réalisé de 
façon à vérifier la présence éventuelle de réactions croisées, donc la spécificité des sondes utilisées, et 
d’optimiser les conditions de chaque cycle de PCR. Des réactions croisées ont été constatées lors des 
amplifications de B. henselae avec des amorces de puces pour des températures inférieures à 56,8°C 
seulement. Aucune amplification de l’ADN de puce avec les amorces pour Bartonella spp. n’a été 
observée. 
 
De même, des amplifications de l’ADN de puce et de l’ADN de B. henselae pur avec les amorces 
de Rickettsia spp. ont été réalisées. Seule une réaction croisée entre l’ADN de bartonelle et les amorces 
pour Rickettsia spp. a été observée (Figure 20). Les échantillons négatifs pour Bartonella spp. ont donc 
été analysés en premier, puis les échantillons positifs pour les deux bactéries ont été séquencés afin 














Figure 20. Amplification croisée entre l’ADN de B. henselae et les amorces pour Rickettsia spp. 
 
e. Caractéristiques des cycles de PCR 
 
Quel que soit le domaine amplifié, la température de dénaturation initiale et de dénaturation 
cyclique des brins d’ADN était constante à 98°C, tout comme celle des phases d’élongation cyclique et 
d’élongation terminale de l’ADN à 72°C. Le nombre de cycles effectués était de 35 pour toutes les PCR. 
Seules les températures et durées d’hybridation ont variées. En effet, la température d’hybridation 
était de 55°C pour l’amplification du domaine d’intérêt de l’ADN de puce, de 60,8°C pour l’ADN de 
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Bartonella spp., de 60°C pour l’ADN de B. henselae et de 54°C pour l’ADN de rickettsie. La durée de 
l’hybridation était la même, soit 30 secondes, dans les trois premiers cas et de 40 secondes pour la 
PCR rickettsie. Un témoin positif, c’est-à-dire de l’ADN de C. felis, de l’ADN de B. henselae ou de l’ADN 
de Rickettsia spp. suivant le couple d’amorces employé, et un témoin négatif, de l’eau stérile, ont été 
adjoints aux échantillons afin de contrôler la qualité des amplifications (absence de contamination, 
défauts du thermocycleur ou des réactifs notamment). Toutes les PCR ont été réalisées avec le 
Thermocycleur Gene Touch Bioer (Bioer Technology, Hangzou, Chine). Le Tableau 9 résume les 





Tableau 9. Thermo-profils utilisés pour chaque PCR 
 
f. Migration et révélation des produits de PCR 
 
Pour chaque PCR, un gel d’agarose à 2 % dans du tampon TAE (Tris, Acétate, EDTA) à 1X 
contenant 40 puits a été réalisé. Du Invitrogen™ SYBR™ Safe Stain (Thermo Fisher Scientific, Illkirch-
Graffenstaden, France) à 1X, un agent intercalant de l’ADN qui devient fluorescent sous les rayons 
ultra-violets (UV) du transilluminateur (Vilber Lourmat™ E-BOX™ VX2, version 16.07, Allemagne), a été 
ajouté à la préparation du gel en quantité égale à 0,01 %. Ensuite, 9 µL d’un mélange de 7,5 µL de 
produit de PCR et de 3 µL de tampon de charge (bleu de glycérol, Invitrogen™ BlueJuice™ Gel Loading 
Buffer, 10X, Thermo Fisher Scientific) ont été déposés dans chaque puit. Un marqueur de poids 
moléculaire (Invitrogen™ Trackit™ 100 bp DNA Ladder, Thermo Fisher Scientific) a également été 
Arthropode Bartonella spp. B. henselae Rickettsia spp. 
Dénaturation 
initiale 
  98°C 
                    30 sec 
  98°C 
                    30 sec 
  98°C 
                    30 sec 
  98°C 
                    30 sec 
Dénaturation 
  98°C 
                    10 sec 
  98°C 
                    10 sec 
  98°C 
                    10 sec 
  98°C 
                    10 sec 
Hybridation 
  55°C 
                    30 sec 
  60,8°C 
                    30 sec 
  60°C 
                    30 sec 
  54°C 
                    40 sec 
Élongation 
  72°C 
                    60 sec 
  72°C 
                    60 sec 
  72°C 
                    60 sec 
  72°C 
                    60 sec 
Élongation finale 
 72°C 
                  420 sec 
  72°C 
                  420 sec 
  72°C 
                  420 sec 
  72°C 
                  420 sec 
Nombre de cycles 35 35 35 35 
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introduit dans le premier puit de chaque série de 20 puits, indiquant la taille des fragments d’ADN 
toutes les 100 paires de bases de 100 à 1000 pdb puis les tailles de 1200 pdb, 1500 pdb et 2000 pdb. 
La migration en cuve d’électrophorèse a duré 55 minutes à 90 volts. Les produits d’amplification ont 




Afin d’identifier avec précision les agents pathogènes portés par les puces, plusieurs 
échantillons ont été sélectionnés, l’ADN a été purifié puis séquencé. Les séquences de nucléotides 
obtenues ont alors été comparées aux génomes d’agents pathogènes. 
 
A. Choix des échantillons séquencés 
 
Pour les bartonelles, au moins un échantillon positif pour Bartonella spp. par animal a été 
séquencé. L’échantillon donnant une bande unique (de la même taille que celle du témoin positif) et 
la plus intense lors de la révélation a été sélectionné. De plus, la totalité des échantillons positifs pour 
Bartonella spp. qui se sont avérés négatifs pour B. henselae a également été envoyée.  
 
De même, un échantillon par animal porteur d’une ou plusieurs puces infectées par Rickettsia 
spp. a été envoyé au séquençage. Les critères de choix de l’échantillon envoyé sont les mêmes que 
pour les bartonelles, sauf lorsque des puces positives pour Rickettsia spp. et Bartonella spp. ainsi que 
des puces uniquement positives pour Rickettsia spp. ont été retrouvées sur le même animal. Dans ce 
cas, ce sont les puces positives pour les deux bactéries qui ont été envoyées.  
 
Enfin, certains échantillons pour lesquels les PCR ont donné une amplification de fragments 
d’ADN de tailles autres que celle attendue ont également été séquencés. 
 
B. Purification de l’ADN 
 
Pour chaque échantillon sélectionné, l’ADN a été purifié à partir du produit de PCR ou du gel à 
l’aide du kit NucleoSpin® Gel and PCR Clean-up (Mascherey-Nagel, Hoerdt, France) en suivant les 






Figure 21. Protocoles du kit NucleoSpin® Gel and PCR Clean-up 
(Mascherey-Nagel, Hoerdt, France) 
 
Dans le cas où l’ADN était purifié à partir du reste du produit de PCR, c’est-à-dire lorsqu’une 
seule bande d’intensité optimale était observée sur le gel, la totalité de l’ADN restant était placé dans 
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un microtube d’1,5 mL. Le volume était complété par de l’eau pure jusqu’à atteindre 50 µL. Par la suite, 
le double du volume de l’échantillon (100 µL) en tampon a été ajouté et mélangé à celui-ci. Lorsque 
plusieurs fragments d’ADN de tailles différentes ont été amplifiés lors de la PCR, la bande d’intérêt a 
été découpée dans le gel. Le morceau de gel était ensuite pesé puis, pour 100 mg de gel, 200 µL du 
même tampon ont été ajoutés. Les tubes ont ensuite été placés au bain-marie à 50°C pendant 10 
minutes puis agités à l’aide d’un vortex afin d’homogénéiser le contenu. Ce contenu a ensuite été placé 
sur une colonne avec filtre et une centrifugation de 30 secondes à 11 000 g a été réalisée. Puis, l’ADN 
retenu par le filtre a été rincé deux fois avec 700 µL de la même solution de lavage. Entre chaque 
lavage, les échantillons ont été centrifugés 30 secondes à 11 000 g puis une troisième fois pendant une 
minute à 11 000 g afin d’éliminer toute trace du tampon de rinçage. Enfin, l’ADN a été récupéré dans 
30 µL de tampon d’élution (comportant 5 mM de Tris/HCl et maintenu à un pH de 8,5) en deux étapes : 
une incubation d’une minute à température ambiante (remise en suspension de l’ADN) suivie d’une 
centrifugation d’une minute à 11 000 g.  
 
C. Préparation des échantillons envoyés pour séquençage 
 
Une fois l’ADN d’intérêt purifié, un dosage de la quantité et de la qualité de celui-ci a été réalisé 
à l’aide du spectrophotomètre CLARIOstar® Plus (BMG LABTECH, Champigny-sur-Marne, France). Les 
échantillons ont été préparés selon le protocole fourni par la plate-forme de séquençage commercial 
(LightRun, Eurofin genomics, Ebersberg, Allemagne). Lorsque la concentration d’ADN purifié était 
comprise entre 20 ng/µL et 80 ng/L, 5 µL de la solution ont été mélangés à 5 µL d’une des amorces du 
couple utilisé pour la PCR, à une concentration de à 5 µmol/L. Lorsque la concentration en ADN de 
l’échantillon était inférieure à 20 ng/µL, la quantité d’ADN envoyée était augmentée à 7,5 µL ou 9 µL, 
de façon à avoir une masse totale d’ADN supérieure à 100 ng. Étant donné que le volume total à 

















20 - 80 5 100 - 400 5 5 10 
13,4 - 20 7,5 100 - 150 2,5 10 10 
0 - 13,4 9 0 - 120,6 1 25 10 
 
Tableau 10. Préparation des échantillons en fonction de la concentration en ADN 
 du produit de PCR purifié 
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Dans un premier temps, six échantillons issus de la PCR Bartonella spp. ou B. henselae ont été 
envoyés en double exemplaire, l’un avec l’amorce BhCS.1137n et l’autre avec l’amorce CS140 ou 
BhCS.781p. De même, quatre échantillons issus de la PCR Rickettsia spp. ont été envoyés avec chacune 
des amorces du couple, c’est-à-dire RgltA et FgltA. Ces dix échantillons, contenant des concentrations 
et qualités d’ADN variables, ont permis de vérifier l’existence de conditions (quantité, qualité) requises 
au fonctionnement du séquençage et d’identifier l’amorce la plus efficace de chaque couple (Tableau 












CT61 F6 8,16 2,25 
CS140 815 B. henselae 
BhCS.1137n 652 B. henselae 
CT64 F1 30,64 1,74 
CS140 851 B. clarridgeiae 
BhCS.1137n 897 B. clarridgeiae 
CT122 F1 35,54 1,59 
CS140 534 C. felis 
BhCS.1137n 331 
Pas de similitude 
significative 
CN25 F2 8,27 1,78 
BhCS.781p 762 
Pas de similitude 
significative 
BhCS.1137n 334 
Pas de similitude 
significative 
CN36 F1 11,09 1,8 
CS140 570 C. felis 
BhCS.1137n 572 
Pas de similitude 
significative 
CN54 F3 11,27 1,59 
CS140 755 
Pas de similitude 
significative 
BhCS.1137n 197 
Pas de similitude 
significative 
 
Tableau 11. Bilan du séquençage des échantillons issus des PCR  










Tableau 12. Bilan du séquençage des échantillons issus de la PCR Rickettsia spp. 
 
Les échantillons d’ADN purifié ont donc été envoyés avec les amorces CS140, BhCS.781p ou 
FgltA puisque ce sont celles qui permettaient d’obtenir soit un résultat significatif, soit la plus longue 
séquence dans la majorité des cas. Par ailleurs, seuls les échantillons avec un ratio A260 nm/A280 nm, 
qui représente un critère de qualité des acides nucléiques, supérieur à 1,65 ont été séquencés afin 
d’éviter l’obtention des séquences de qualité médiocre comme observé pour les produits CT122 F1 et 
CN54 F3. Ainsi, pour les échantillons d’ADN purifié de pureté inférieure à 1,65, une nouvelle 
amplification de l’ADN extrait a été réalisée dans un volume supérieur puis l’ADN amplifié a été déposé 
(afin de vérifier le bon fonctionnement de la PCR) et purifié. La concentration et la pureté ont été 
remesurées.  
 
D. Exploitation des résultats de séquençage 
 
Dans un premier temps, l’interface web de BLAST (Basic Local Alignment Search Tool) sur le 
serveur du NCBI a permis, grâce à sa banque de données (GenBank), de proposer un ensemble de 
séquences ayant une identité proche de la séquence requête. L’ensemble des séquences ayant une 
similarité nucléotidique significative avec un même gène ont ensuite été alignées entre elles et avec la 
séquence de ce gène de référence grâce à Clustal Oméga, un programme d’alignement multiple 
progressif. Puis, le logiciel BioEdit© (Tom Hall, Ibis Therapeutics, Carlsbad, CA 92008) a permis de 
comparer les séquences géniques entre elles, en faisant apparaître les différences de nucléotides. Pour 
chacune de ces différences, le chromatogramme, un fichier de format .ab1 contenant les données de 













CT7 F1 19,05 1,9 
RgltA 387 
Pas de similitude 
significative 
FgltA 559 R. felis 
CT10 F2 18,65 1,74 
RgltA 563 R. felis 
FgltA 560 R. felis 
CN3 F4 25,5 1,84 
RgltA 553 R. felis 
FgltA 553 R. felis 
CN5 F1 68,48 1,66 
RgltA 551 R. felis 
FgltA 560 R. felis 
82 
 
7. Analyse statistique 
 
Les analyses statistiques ont été effectuées à l'aide du logiciel R, version 1.1383. Une 
régression logistique ordinaire ou régression logistique binaire a ensuite été réalisée. Dans ce modèle, 
nous avons évalué les associations entre la positivité des puces aux bartonelles (ou aux rickettsies) et 
les variables représentant les facteurs démographiques (âge, sexe, statut reproducteur), le mode de 
vie (lieu de vie, temps passé à l’extérieur, contacts avec d’autres animaux) et de gestion de l’animal 
(traitement APE).  
 
Pour cela, nous avons tout d’abord, réalisé une analyse univariée, étape consistant à estimer 
l’association entre la positivité des puces aux bartonelles (ou aux rickettsies) et chaque variable, en 
réalisant une régression logistique simple. Les variables explicatives qui étaient liées de façon 
suffisamment forte à la positivé des puces (p < 0,2) ont alors été conservées dans le modèle final de 
régression logistique multiple, afin d’évaluer les effets ajustés des facteurs associés. Les odds ratio, 
leurs intervalles de confiance et les p-value ont été calculés. Le niveau de significativité pour toutes les 




1. Description de la population étudiée 
 
Le nombre total d’animaux inclus dans cette étude est de 191, soit 129 chats et 62 chiens. De 
nombreuses informations ont été recueillies lors des prélèvements, comme mentionné 
précédemment, permettant une description précise de ces deux populations. 
 
A. Description de la population de chats  
 
Les puces analysées proviennent de 129 chats, prélevés majoritairement dans des cliniques 
privées à raison de 57,3 % (soit 74 animaux, appartenant à des propriétaires ou à des associations). Les 
autres chats parasités ont été prélevés à l’ENVT pour 49 d’entre eux (38 %) et dans des refuges pour 
les 5 derniers (3,9 %).  
 
a. Répartition géographique 
 
La grande majorité des chats de l’étude, à savoir 97 d’entre eux (76 %), sont originaires du Sud-
Ouest (Figure 22). Parmi eux, 85 chats proviennent de la région Occitanie, c’est-à-dire des 
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départements de la Haute-Garonne, du Gers, du Tarn-et-Garonne et de l’Ariège, et 12 autres de la 
partie Sud de la Nouvelle-Aquitaine, soit les départements des Pyrénées-Atlantiques et du Lot.  
 
Le reste des animaux, soit 31 chats (24 %), proviennent du Nord-Ouest de la France (Figure 22) 
et plus particulièrement des départements de la Charente en Nouvelle-Aquitaine, de la Vendée dans 
les Pays-de la Loire et de la Seine-Maritime en Normandie où nous avons réalisé des remplacements.  
 














Figure 22. Provenance géographique de la population de chats étudiée 
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La moyenne d’âge des chats de l’étude est de 2,37 ans. Pour 34 des 129 chats (26,4 %), l’âge 
attribué a été estimé en fonction de la dentition et de l’aspect général de l’animal. L’échantillon est 
donc constitué de 36 chats (27,9 %) âgés de 0 à 6 mois inclus, de 36 chats (27,9 %) de plus de 6 mois 
jusqu’à 1 an compris, de 37 chats (28,7 %) entre 1 et 5 ans et de 19 chats (14,7 %) de plus de 5 ans 










Figure 23. Répartition de la population de chats selon leur âge 
 
c. Sexe et statut reproducteur 
 
La population de chats étudiée est formée de 56 mâles (43,4 %) et de 72 femelles (55,8 %). 
Parmi les chats mâles, 41 (73,2 %) étaient entiers au moment du prélèvement et 15 (26,8 %) étaient 
stérilisés. En ce qui concerne la population de chats femelles, on retrouve approximativement les 
mêmes proportions puisque 51 chattes (70,8 %) étaient entières et 21 (29,2 %) stérilisées au moment 
de la récolte des puces (Figure 24). Finalement, la population échantillonnée comporte 92 animaux 
entiers (71,3 %) et 36 animaux stérilisés (27,9 %). Pour un des chats de l’étude, le sexe et le statut 







0 à 6 mois entre > 6 mois et 1 an entre > 1 et 5 ans plus de 5 ans inconnu




Figure 24. Statut reproducteur des chats de la population en fonction de leur sexe 
 
d. Mode de vie 
 
L’ensemble des chats prélevés à l’ENVT et une partie de ceux prélevés dans des cliniques 
privées étaient des chats de compagnie, soit 87 animaux au total (67,4 %). Le reste de la population, 
c’est-à-dire 42 animaux (32,6 %), est constitué de chats errants, de chats de fourrière (animaux trouvés 
en état de divagation sur la voie publique et subissant un délai légal de garde avant le placement à 
l’adoption) et de chats à l’adoption lors de la collecte. 
 
Concernant le milieu de vie des chats, 61 animaux (47,3 %) vivent en ville et 67 (51,9 %) dans 
un milieu plus rural. Le lieu de vie d’un des chats de l’étude n’est pas connu. Lorsque ce choix n’était 
pas fait par les propriétaires eux-mêmes, nous avons qualifié d’urbain le milieu de vie d’un animal 
vivant ou trouvé dans le centre d’une ville, même de petite taille, ou en lotissement. 
 
La Figure 25 illustre le fait que davantage de chats vivant en milieu urbain sont stérilisés, 
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Figure 25. Statut reproducteur des chats de la population en fonction de leur milieu de vie 
 
Cependant, d’après la Figure 26, la répartition en milieu urbain ou rural est inégale en fonction 
du type de chat considéré. En effet, les chats de compagnie vivent majoritairement en milieu urbain 
(59,3 %) et les chats errants, de fourrière ou à l’adoption sont plutôt rencontrés à la campagne (76,2 
%). Ainsi, en milieu urbain sont présents majoritairement des chats de compagnie (83,6 %) alors qu’en 
milieu rural, on retrouve presque autant de chats de compagnie que de chats errants, de fourrière ou 
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Figure 27. Type d’animal en fonction du milieu de vie des chats de la population 
 
Ensuite, 105 chats de l’étude (81,4 %) ont accès à l’extérieur contre 23 animaux (17,8 %) vivant 
en intérieur strict. Pour l’un des chats, l’accès ou non à l’extérieur est inconnu. Parmi les chats qui 
sortent, 39 (37,1 %) ont accès à un extérieur fermé, c’est-à-dire un balcon, une terrasse ou un jardin 
clôturé, et 66 (62,9 %) ont accès à un terrain plus vaste. En ce qui concerne le temps passé à l’extérieur, 
26 chats (24,8 %) y circulent moins de 50 % de la journée et 44 (41,9 %) entre 50 et 99 % de la journée. 
Enfin, 35 chats vivent exclusivement à l’extérieur (33,3 %). Par ailleurs, sur les 105 chats ayant accès à 
l’extérieur, 63 (60 %) y dorment, que ce soit de façon exceptionnelle ou habituelle. 
 
Si on compare l’accès à l’extérieur et le type de chat (Figure 28), on remarque une proportion 
presque identique de chats de compagnie et de chats errants, de fourrière ou à l’adoption ayant accès 
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Figure 28. Accès ou non à l’extérieur en fonction du type de chat 
 
De la même manière, ces proportions sont conservées si on compare les chats vivant en milieu 




 Figure 29. Accès ou non à l’extérieur en fonction du milieu de vie des chats 
 
Par ailleurs, cet accès à l’extérieur a été comparé au statut reproducteur des chats et, là 
encore, les pourcentages de chats entiers ayant accès à l’extérieur et n’ayant pas accès à l’extérieur 
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Accès à l'extérieur Pas d'accès à l'extérieur
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Figure 30. Accès ou non à l’extérieur en fonction du statut reproducteur des chats 
 
De plus, 113 animaux (87,6 %) ont des contacts supposés ou certains avec d’autres animaux. 
Pour un des chats, nous ne savons pas s’il est en contact avec d’autres animaux. Parmi les 113 chats 
concernés, 24 (21,2 %) sont uniquement en contact avec des animaux du foyer, 59 (52,2 %) avec des 














Figure 31. Origine des animaux en contact avec les chats de l’étude 
 
Pour les 54 chats vivant en cohabitation, 31 (57,4 %) vivent avec un seul autre animal et 23 
(42,6 %) avec deux autres animaux ou plus. Concernant les espèces, 36 chats (66,7 %) cohabitent avec 
un ou plusieurs autre félins domestiques, huit chats (14,8 %) cohabitent avec un chien et deux (3,7 %) 









Accès à l'extérieur Pas d'accès à l'extérieur




Foyer seulement Hors-foyer seulement Foyer et hors foyer
n = 113 
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e. Exposition aux antiparasitaires externes 
 
Dans cette étude, 41 des 129 chats (31,8 %) n’ont jamais été traités contre les parasites 
externes, 57 (44,2 %) animaux ont été traités au moins une fois dans leur vie et le statut de 31 chats 
(24 %) est inconnu. Sur les 57 propriétaires ayant traité leur chat au moins une fois contre les parasites 
externes, 16 ne se souviennent pas du nom de la spécialité utilisée (28 %) et un ne se souvient pas de 
la forme galénique (1,8 %). Les spécialités sous forme de pipette sont majoritairement utilisées 
comparé aux colliers, comprimés, shampoings, sprays ou poudres (Tableau 14). Concernant les 
traitements sous forme de pipettes, le plus utilisé est le fipronil, avec notamment le Frontline® 
(Boehringer Ingelheim) (36,1 %) mais de nombreuses autres spécialités ont été évoquées par les 











Frontline®, Fiprokil® (fipronil) 
Frontline Combo®, Strectis® (fipronil, (S)-méthoprène) 
Broadline® (éprinomectine, fipronil, praziquantel, (S)-méthoprène) 
Strongold® (selamectine) 
Vectra Felis® (pyriproxyfène, dinotéfurane) 
Pipette insectifuge pour chats P’tit ami (extraits de Margosa) 
Advantage® (imidaclopride) 
Biocanina® (géraniol, huile essentielle de lavandula) 
Advocate® (imidaclopride, moxidectine) 
Inconnue 
13 + 1 






















Sprays Frontline Spray® (fipronil) 2 3,6 % 
Shampoings 





Poudres Inconnue 1 1,8 % 
 
Tableau 14. Spécialités utilisées contre les parasites externes selon leurs formes  
chez les chats de l’étude 
 
Les spécialités sous forme de pipette permettant de traiter les chats ont une durée d’efficacité 
d’un mois : il est donc nécessaire de renouveler le traitement tous les 30 jours. Les fréquences 
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d’administration sont connues pour 45 des chats recevant des pipettes antiparasitaires (Tableau 15). 
Seul un tiers des chats est traité tous les mois et un tiers n’a été traité qu’une fois. 
 
Fréquences d’application Nombre de chats Pourcentages 
Une unique fois 15 33,3 % 
Une fois par mois 15 33,3 % 
Tous les deux ou trois mois 11 24,5 % 
Tous les six mois ou plus 4 8,9 % 
 
Tableau 15. Fréquences d’administration des traitements chez les chats  
recevant un APE sous forme de pipette 
 
Parmi ceux recevant un APE autre qu’une pipette, seuls deux sont traités à une fréquence 
correcte : avec un comprimé de spinosad (Comfortis®, Elanco) ou par pulvérisation de fipronil 
(Frontline®Spray, Mérial) tous les mois. Un autre porte un collier à base d’huiles essentielles, changé 
tous les trois mois, mais de marque inconnue.  
 
De plus, le dernier traitement contre les parasites externes remonte, en moyenne, à 51 jours 
pour les animaux traités avec une pipette. D’après la Figure 32, la moitié des chats a reçu ce traitement 
dans les 30 jours précédant la collecte. Cependant, 25 % des chats ont été traités entre 30 et 60 jours 











Figure 32. Nombre de jours depuis le dernier traitement contre les  
parasites externes sous forme de pipette 
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f. Présence de signes cliniques 
 
Sur les 129 chats de la population, 67 ne présentaient aucun signe clinique lié à la présence de 
puces (52 %). Ensuite, 30 chats présentaient un seul signe et 21 chats présentaient deux signes 
cliniques ou plus parmi les suivants : prurit, alopécie, érythème et présence d’excoriations. Pour 11 
chats, prélevés par une tierce personne, cette information était manquante (9 %). Enfin, le motif de 









B. Description de la population de chiens étudiée 
 
Au cours de notre étude, les puces de 62 chiens ont été récoltées. La majorité de ces animaux, 
à savoir 33 chiens (53,2 %), a été prélevée dans une clinique privée, soit lors d’une visite chez le 
vétérinaire traitant, soit après avoir été retrouvé errant. Les puces de 22 autres chiens (35,5 %) ont été 
récupérées à l’ENVT. Enfin, sept chiens (11,3 %) ont été prélevés dans des refuges.  
 
a. Répartition géographique 
 
Comme c’est le cas pour les chats, il existe un déséquilibre dans la provenance géographique 
des chiens de l’étude : 46 (74,2 %) vivent dans le Sud-Ouest contre 16 (25,8 %) dans le Nord-Ouest 






Pour résumer, les chats de l’étude vivent majoritairement dans le Sud-Ouest, ont une moyenne 
d’âge de 2,37 ans, ne sont pas stérilisés, ont un accès à l’extérieur et entrent en contact avec d’autres 
animaux. On remarque que la moitié des animaux sont traités, principalement avec des pipettes 


















Figure 33. Provenance géographique de la population de chiens étudiée 
 
Parmi les chiens originaires du Sud-Ouest, 40 vivent en région Occitanie (Haute-Garonne, Gers, 
Tarn, Aude) et six en région Nouvelle-Aquitaine (Pyrénées-Atlantiques et Lot-Et-Garonne).  
 
Pour ce qui est du Nord-Ouest, huit chiens viennent de Charente en Nouvelle-Aquitaine, cinq 
de Vendée dans les Pays-de-la-Loire, deux de la Seine-Maritime en Normandie et un du Loiret en 
Centre-Val-de-Loire.  
 
Le Tableau 16 décrit la provenance géographique des chiens de l’étude, par région et par 
département. 
 

















Pays de la Loire Vendée 5 
Normandie Seine-Maritime 2 
Centre-Val-de-Loire Loiret 1 
 
Tableau 16. Régions et départements de provenance des chiens de la population 
 
 











0 à 1 an entre > 1 et 5 ans entre > 5 et 10 ans plus de 10 ans inconnu
b. Age 
 
La moyenne d’âge de la population étudiée est de 5,11 ans, soit plus du double de celle des 
chats. L’âge de 12 (19,4 %) chiens a été supposé d’après leur dentition et leur apparence générale. 
Ainsi, 15 des 62 chiens (24,2 %) ont entre 0 et 1 an compris, 18 (29 %) ont entre 1 et 5 ans compris, 17 
(27,4 %) ont entre 5 et 10 ans compris et dix chiens (16,1 %) ont plus de 10 ans. L’âge de deux chiens 














Figure 34. Répartition de la population de chiens selon leur âge 
 
c. Sexe et statut reproducteur 
 
Le groupe de chiens prélevés est formé de 29 mâles (46,8 %) et 31 femelles (50 %). Le sexe de 
deux animaux n’a pas été renseigné. Comme pour les chats, la population est majoritairement 
constituée d’animaux entiers. En effet, 24 des 29 chiens mâles (82,8 %) et 24 des 31 chiens femelles 
(77,4 %) n’étaient pas stérilisés au moment de la récolte de puce (Figure 35). Au final, l’échantillon 




































Figure 35. Statut reproducteur des chiens de la population en fonction de leur sexe 
 
d. Mode de vie 
 
Les chiens de la population ont été classés selon trois catégories : les chiens de compagnie, les 
chiens de travail et les chiens d’association ou de refuge. Dans un premier temps, 39 chiens sur 62 
(62,9 %) étaient des chiens de compagnie présentés chez leur vétérinaire traitant ou à l’ENVT. Ensuite, 
11 chiens (17,7 %) de travail, c’est-à-dire des chiens de chasse, de garde ou de troupeau, ont été 
également prélevés dans ces deux types d’établissements. Le reste de l’échantillonnage, soit 10 
animaux (16,1 %), est formé de chiens errants, de chiens de fourrière et de chiens à l’adoption lors de 
la collecte. 
 
Concernant le milieu de vie, 37 propriétaires (59,7 %) habitent en ville et 23 (37,1 %) à la 
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Figure 36. Répartition de la population de chiens selon le milieu de vie 
 
Le statut reproducteur des chiens a été comparé au milieu de vie (Figure 37). Les proportions 
d’animaux sont semblables bien que légèrement plus de chiens vivant en milieu rural soient stérilisés 
(24,3 %) par rapport à ceux vivant en milieu urbain (13 %). 
 
 
Figure 37. Statut reproducteur des chiens de la population en fonction de leur milieu de vie 
 
Ensuite, en fonction du milieu de vie considéré, le profil des animaux rencontrés n’est pas le 
même (Figure 38). En effet, les animaux vivant en milieu urbain sont des chiens de compagnie pour 
91,3 % d’entre eux. Par contre, les chiens prélevés qui proviennent d’un milieu rural sont des chiens 
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Milieu rural Milieu urbain Inconnu
n = 62 
n = 60 
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à hauteur de 24,3 %. Ainsi, presque autant de chiens de compagnie vivent en milieu urbain qu’en milieu 
rural (respectivement 53,8 % et 46,2 %) alors que la quasi-totalité des chiens de travail et des chiens 


















Figure 39. Milieu de vie des chiens de la population en fonction du type d’animal 
 
Ensuite, comme on pouvait s’y attendre, tous les chiens de l’étude ont accès à l’extérieur, sauf 
deux animaux pour lesquels cette information est manquante. Les chiens de l’étude ont 
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ouvert de type parc ou grand jardin alors que 15 chiens (25 %) ont uniquement accès à un extérieur 
fermé, c’est-à-dire un balcon, une terrasse ou un jardin clôturé. Le temps passé à l’extérieur est assez 
variable puisque 20 chiens (33,3 %) y restent moins de 50 % de la journée, 21 (35 %) entre 50 et 99 % 
de la journée et 19 animaux (31,7 %) vivent uniquement à l’extérieur. Par ailleurs, sur les 60 chiens 
dont les informations concernant l’accès à l’extérieur sont connues, 27 (45 %) passent la nuit dehors. 
 
D’après la Figure 40, presqu’autant de chiens vivant en milieu urbain qu’en milieu rural ont 
accès à un espace extérieur vaste (respectivement 69,6 % et 78,3 %). Le type d’extérieur auxquels les 
chiens ont accès n’est donc pas si différent en fonction de leur milieu de vie. 
 
 
Figure 40. Type d’extérieur en fonction du milieu de vie des chiens de l’étude 
 
Si on s’intéresse aux types d’extérieurs auquels les différentes catégories de chiens ont accès, 
on remarque que les chiens de travail et que les chiens errants, de fourrière ou à l’adoption ont 
quasiment tous accès à un extérieur non-clôturé (respectivement 90,9 % et 90 %). De même, un plus 
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Figure 41. Type d’extérieur en fonction du type de chien 
 
De plus, 56 des chiens de la population (90,3 %) ont des contacts supposés ou certains avec 
d’autres animaux. Le contact avec d’autres animaux n’est pas connu pour deux des chiens. Parmi ces 
56 chiens, 11 (19,6 %) sont uniquement en contact avec des animaux du foyer, 21 (37,5 %) avec des 














Figure 42. Origine des animaux en contact avec les chiens de l’étude 
 
Parmi les 35 chiens qui vivent dans un foyer hébergeant plusieurs animaux, 17 (48,6 %) sont 
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ou plus, dont trois (8,6 %) avec plus de cinq autres animaux. Dans le détail, 18 de ces chiens (51,4 %) 
vivent avec un ou plusieurs autres chiens, 25 (71,4 %) avec un ou plusieurs chats et un (2,9 %) avec un 
rongeur. Ainsi, 9 chiens vivent avec des animaux domestiques appartenant à deux espèces différentes 
au moins (25,7 %). 
 
e. Exposition aux traitements antiparasitaires externes 
 
Si l’on s’intéresse aux antiparasitaires externes, 14 des 62 chiens (22,6 %) n’ont jamais été 
traités, 40 (64,5 %) ont reçu au moins une fois un traitement et cette information n’est pas connue 
pour huit animaux (12,9 %). Parmi les 40 chiens déjà traités, dix ont reçu une spécialité inconnue et 
deux une forme pharmaceutique inconnue par le propriétaire au moment de la visite (respectivement 
25 % et 5 %). Comme pour les chats, la pipette est la forme d’administration la plus utilisée puis 
viennent le comprimé, le spray, le collier et le shampoing (Tableau 17). De plus, cinq propriétaires ont 
rapporté avoir utilisé au moins deux formes galéniques récemment (notamment la pipette, en plus du 
collier ou du spray). Encore une fois, le fipronil, sous forme de pipette ou de spray, est la molécule la 
plus utilisée d’après les propriétaires des chiens de l’étude (50 %). Deux propriétaires nous ont 
également indiqué avoir utilisé de la phytothérapie, sous forme de collier ou de spray, sans connaître 










Frontline®, Fyperix® (fipronil) 
Frontline Combo® (fipronil, (S)-méthoprène) 
Advantix® (imidaclopride, perméthrine) 
Strongold® (selamectine) 
Vectra 3D® (pyriproxyfène, dinotéfurane, perméthrine) 
Inconnue 





























Shampoings Inconnue 2 5,3 % 
 
Tableau 17. Spécialités utilisées contre les parasites externes 
selon leurs formes chez les chiens de l’étude 
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Les spécialités sous forme de pipette ou de spray (Frontline Spray®, Mérial) ont, comme pour 
les chats, une durée d’efficacité d’un mois. Les fréquences d’administration sont connues pour 25 
animaux (Tableau 18). Là encore, seul un tiers des chiens est correctement traité. 
 
Fréquences d’application Nombre de chiens Pourcentages 
Une unique fois 5 20 % 
Une fois par mois 8 32 % 
Tous les deux ou trois mois 7 28 % 
Tous les six mois ou plus 5 20 % 
 
Tableau 18. Fréquences d’administration des traitements chez les chiens 
recevant un APE sous forme de pipette ou spray 
 
Sur les huit chiens recevant un comprimé, seuls deux sont correctement traités puisqu’ils 
reçoivent soit un comprimé de Bravecto® tous les trois mois, soit un comprimé de Nexgard Spectra® 
tous les mois. Un autre reçoit un shampoing tous les mois, mais la spécialité est inconnue.  
 
Enfin, toujours pour les chiens recevant une pipette ou un spray, le dernier traitement a été 
effectué 33 jours avant la consultation en moyenne. Cependant, 25 % des chiens ont été traités entre 











Figure 43. Nombre de jours depuis le dernier traitement contre les  






f. Présence de signes cliniques 
 
Parmi les 62 chiens inclus dans l’étude, 23 (37,1 %) ne présentaient pas de signe clinique lié à 
un parasitisme externe. Par ailleurs, 19 d’entre eux (30,6 %) présentaient un seul signe et 18 (29 %) en 
présentaient deux ou plus parmis les signes suivants : prurit, alopécie, érythème, présence 
d’excoriations ou de squames. Pour deux des chiens (3,22 %), la présence ou non de signe clinique 
n’était pas connue. Enfin, le motif de consultation était rarement un motif dermatologique ou en lien 










2. Espèces de puces retrouvées 
 
Cette partie présente les résultats obtenus lors de la diagnose macroscopique des puces, c’est-
à-dire les différentes espèces retrouvées sur les chiens et les chats de l’étude, tout en corrélant ces 
résultats aux différentes informations connues des animaux prélevés. 
 
A. Identification des espèces 
 
 Dans cette étude, un total de 1 110 puces a été prélevé sur 191 carnivores domestiques, dont 
129 chats et 62 chiens. Parmi les puces récoltées, 4 espèces ont été retrouvées : C. felis (Figure 44, A), 
C. canis (Figure 44, B), P. irritans (Figure 44, C) et A. erinacei (Figure 44, D).  
 
Ainsi, les chiens de l’étude vivent majoritairement dans le Sud-Ouest et en ville, ont une 
moyenne d’âge de 5,11 ans, ne sont pas stérilisés et entrent en contact avec d’autres animaux. Les deux 
tiers des chiens ont déjà reçu un traitement APE sous forme de pipette ou spray contenant du fipronil 
mais, là encore, une fréquence correcte d’administration est respectée pour seulement un tiers des 
animaux. Enfin, pour la majorité d’entre eux, des signes de parasitisme externe avaient été remarqués 





























Figure 44. Espèces retrouvées chez les carnivores domestiques de l’étude - A : C. felis adulte mâle ; 
B : C. canis adulte mâle ; C : P. irritans adulte mâle ; D : A. erinacei adulte femelle (photos originales) 
 
 La première étape de diagnose permettant d’identifier ces différentes espèces reposait 























Front long et oblique 
Présence d’une cténidie génale bien développée 














Présence d’une cténidie génale bien développée 

















Cténidie génale réduite à une dent ou absente 
Présence d’une soie préoculaire 














Présence d’un liseré sclérotique marqué entre le front et l’occiput 
Cténidie génale vestigiale avec seulement 1 à 3 dents 
  
Tableau 19. Critères céphaliques permettant l’identification des espèces  




 Cependant, la différenciation entre C. felis et C. canis nécessite parfois l’utilisation d’autres 
critères morphologiques, auxquels nous nous sommes également référés pour notre identification, 
















5 à 6 encoches 
 
 
7 à 8 encoches 
 
Tableau 20. Critères morphologiques permettant la différenciation d’espèce 
entre C. felis et C. canis (photos originales) 
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B. Espèces de puces identifiées chez les chats 
 
Au total, 730 puces ont été prélevées sur les 129 chats inclus dans l’étude. Sur chaque animal, 
une à 21 puces ont été récoltées avec une moyenne de 5,7 puces par chat. Une seule espèce a été 
identifiée sur l’ensemble des prélèvements : il s’agit de C. felis. La prévalence de cette espèce dans la 
population féline étudiée est donc de 100 %. 
 
 Comme expliqué précédemment, la majorité des animaux (76 %) provient du Sud-Ouest de la 
France. La moyenne d’âge des chats de l’étude est de 2,37 ans avec un minimum de 1,5 mois et un 
maximum de 18 ans. On retrouve des proportions homogènes de mâles et de femelles, mais plus de 
deux tiers des chats sont stérilisés (70,8 %) et sont des animaux de compagnie (67,4 %). De même, on 
retrouve des proportions quasiment équivalentes d’animaux vivant en ville (47,3 %) et à la campagne 
(51,9 %). Ctenocephalides felis a également été prélevée sur 23 chats (17,8 %) n’ayant aucun accès à 
l’extérieur, dont huit (6,2 %) n’ayant pas de contact avec d’autres animaux. Cependant, plus de trois 
quarts des chats (87,6 %) ont des contacts avec d’autres animaux, et ces contacts se font 
majoritairement avec des individus extérieurs au foyer (78,7 %). Concernant les APE, 31,8 % des chats 
n’ont jamais été traités, 44,2 % ont été traités au moins une fois et ce statut est inconnu pour 24 % des 
chats. Sur les animaux traités, seulement 19 (33,3 %) sont traités selon les recommandations des 










C. Espèces de puces identifiées chez les chiens  
 
a. Prévalence des espèces de puces 
 
 Au total, 380 puces ont été prélevées sur les 62 chiens de l’étude. Sur chaque animal, une à 47 
puces ont été récoltées avec une moyenne de 6,12 puces par chien. Contrairement aux chats, quatre 
espèces différentes ont été identifiées : C. felis, C. canis, P. irritans et A. erinacei. Le détail des puces 
retrouvées sur l’ensemble des chiens est illustré dans l’Annexe 5. 
 
 Sur les 62 chiens prélevés, 54 individus (87,1 %) étaient infestés par C. felis, six (9,7 %) par C. 
canis, huit (12,9 %) par P. irritans et un seul par A. erinacei (1,6 %). Ainsi, sur les 380 puces récoltées, 
 
En conclusion, nous remarquons que cette espèce de puce est retrouvée chez les animaux de 
toute classe d’âge, quels que soient leur mode de vie et leur répartition géographique. De même, chez 
les animaux pour lesquels nous avons pu avoir l’information, elle est rencontrée quelle que soit la 
fréquence du traitement antiparasitaire. 
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337 (88,7 %) sont des C. felis, 27 (7,1%) sont des C. canis, 15 (3,9 %) sont des P. irritans et une (0,3 %) 











C. felis 54 87,1 % 337 88,7% 
C. canis 6 9,7 % 27 7,1% 
P. irritans 5 12,9 % 15 3,9 % 
A. erinacei 1 1,6 % 1 0,3 % 
 
Tableau 21. Répartition des espèces de puces dans la population de chiens étudiée 
 
 Dans la population étudiée, 58 chiens (93,5 %) étaient infestés par une unique espèce de puce. 
Seulement quatre chiens, soit 6 % de la population, présentaient une infestation mixte, c’est-à-dire la 
présence simultanée de deux espèces de puces sur l’animal. Sur ces quatre animaux, trois d’entre eux 
étaient infestés à la fois par C. felis et P. irritans, et le dernier par C. felis et C. canis. 
 
b. Description de la population canine infestée 
 
i. Par Ctenocephalides felis  
 
 Les puces C. felis ont été retrouvées sur 54 chiens dont 20 (37 %) ont été prélevés au CHUV de 
l’ENVT, 30 (55,6 %) dans des cliniques privées et quatre (7,4 %) étaient des animaux pris en charge par 
la SPA. 
 
 Concernant la répartition géographique, 38 de ces chiens (70,4 %) vivent dans le Sud-Ouest de 
la France et 16 (29,6 %) dans le Nord-Ouest. Les départements de provenance de ces animaux sont 





























Pays de la Loire Vendée 5 
Normandie Seine-Maritime 2 
Centre-Val-de-Loire Loiret 1 
 
Tableau 22. Répartition géographique des chiens infestés par C. felis 
 
 L’âge moyen de ces chiens est de 5,15 ans, avec un maximum de 14,2 ans et un minimum de 
deux mois. La Figure 45 détaille le nombre de chiens porteurs de C. felis par classes d’âges, sachant 




Figure 45. Répartition par classes d’âges des chiens infestés par C. felis 
 
 On retrouve environ le même nombre de mâles (25 soit 46,3 % de la population) que de 
femelles (27 soit 50 % de la population). Cependant, la majorité des animaux, soit 40 chiens (74,1 %) 












 Pour la grande majorité, c’est-à-dire 37 chiens (68,5 %), il s’agit d’animaux de compagnie. On 
trouve également des chiens de travail et d’association ou refuges, respectivement aux nombres de 9 
(16,7 %) et 6 chiens (11,1 %). Concernant le mode de vie, 31 chiens (57,4 %) vivent en milieu rural et 
21 (38,9 %) en milieu urbain. La majorité (38 chiens, soit 70,4 %) a accès à un extérieur ouvert de type 
terrain vaste, mais un nombre non négligeable d’animaux (14 chiens, soit 25,9 %) a uniquement accès 
à un extérieur fermé (balcon, terrasse ou jardin). Au total, un peu plus de la moitié des chiens, soit 30 
animaux (55,6 %) passe la nuit à l’intérieur. Le temps passé à l’extérieur pour ces chiens est illustré par 
la Figure 46, sachant que, pour 2 d’entre eux, cette information n’était pas renseignée. 
 
 
Figure 46. Temps passé à l’extérieur par les chiens infestés par C. felis 
 
 Sur ces 54 chiens, seuls trois (5,6 %) n’entrent pas en contact avec d’autres animaux. Parmi les 
chiens porteurs de C. felis, dix (20,4 %) ont des contacts uniquement avec des animaux appartenant à 
leur foyer, 17 (34,7 %) ont des contacts uniquement avec des animaux hors foyer et 22 (44,9 %) sont 
en contact avec les deux. Tous ces chiens ont des contacts avec d’autres carnivores domestiques (chat 
ou chien), mais trois d’entre eux sont au contact d’autres espèces, comme le lapin ou des animaux de 
production. 
  
 Concernant les traitements antiparasitaires externes, 12 chiens (22,2 %) n’ont jamais été 
traités, 36 (66,7 %) ont été traités au moins une fois et cette information est manquante pour six chiens 


















ii. Par Ctenocephalides canis 
 
 Sur les six chiens trouvés infestés par C. canis, cinq proviennent du Sud-Ouest de la France, 
dont trois du Gers, un des Pyrénées Atlantiques et un du Tarn. Un seul animal vit dans le Nord-Ouest, 
dans le département de la Vendée. La moitié d’entre eux a été prélevée lors de consultations dans des 
cliniques privées : il s’agissait d’un chien de travail (troupeau) et de deux chiens de compagnie. Les 
autres chiens provenaient de la SPA du Gers. 
 
 L’âge moyen des chiens porteurs de C. canis est de 6,93 ans, avec des valeurs extrêmes allant 
de 2 mois à 11,2 ans. Parmi ces animaux, deux ont moins d’un an, trois ont entre 5 et 10 ans, et un seul 
a plus de 10 ans. 
 
Parmi ces six chiens, deux sont des mâles et quatre des femelles, mais tous sont entiers. 
 
 La majorité de ces chiens, c’est-à-dire cinq d’entre eux, vit en milieu rural, a accès à un 
extérieur ouvert (de type terrain vaste) et passe la nuit à l’extérieur. Le dernier chien, vivant en ville, a 
accès à un jardin clôturé et est le seul à rentrer à l’intérieur pour la nuit. Par ailleurs, tous ces chiens 
passent entre 80 et 100 % de leur temps à l’extérieur.  
  
 Tous les chiens porteurs de C. canis, ont des contacts avec d’autres animaux : un avec des 
animaux présents dans le foyer uniquement, quatre avec des animaux hors foyer uniquement et un à 
la fois avec des animaux présents dans et hors du foyer. Tous ces chiens sont en contact avec d’autres 
carnivores domestiques (chien, chat ou les deux), mais deux d’entre eux sont également en contact 
avec des animaux de rentes (de types bovins, ovins ou porcins).  
 
 Concernant les traitements, deux chiens n’ont jamais été traités et trois ont été traités une fois 
ou plus. Parmi les chiens traités, deux recevaient du Nexgard Spectra® et un du Bravecto®. Cependant, 
ces animaux n’étaient pas traités selon les indications d’utilisation des produits. En effet, le Nexgard® 
est efficace pendant cinq semaines contre les puces or, au moment du prélèvement, les dernières 
administrations remontaient à plus de huit semaines. Il en est de même pour le Bravecto®, efficace 
pendant 12 semaines sur les puces, qui avait été administré il y a plus de 25 semaines. Pour un des 
chiens les informations relatives aux traitements sont inconnues. 
 
  
En conclusion, C. felis se retrouve chez les animaux de tout âge, quels que soit leur provenance 
géographique, leur sexe, leur statut reproducteur, leur mode de vie ou encore l’administration, ou non, 













iii. Par Pulex irritans 
 
 Cinq chiens ont été retrouvés infestés par P. irritans. Parmi eux, quatre ont été prélevés dans 
des cliniques privées et un à l’ENVT. Par ailleurs, deux sont des animaux de compagnie, deux sont des 
chiens d’association ou de refuge et un est un chien de chasse.  
 
Sur ces cinq chiens, quatre proviennent du Sud-Ouest de la France, dont deux de l’Aude, un du 
Gers et un du Lot-et-Garonne. Un seul provient du Nord-Ouest, plus précisément de Charente.  
 
 L’âge moyen des chiens porteurs de P. irritans est de 4,52 ans, avec des valeurs extrêmes allant 
de 3 mois à 13,1 ans. Parmi ces animaux, deux ont moins d’un an, les trois derniers ont respectivement, 
entre 1 et 5 ans, entre 5 et 10 ans et plus de 10 ans.   
 
De plus, parmi ces cinq chiens, il n’y a qu’un seul mâle et quatre femelles. Tous étaient encore 
entiers au moment du prélèvement. 
 
La majorité de ces chiens vit en milieu rural. Un seul animal vit en ville. Ils ont tous accès à un 
extérieur non-clôturé mais seulement deux d’entre eux passent la nuit dehors. Par ailleurs, ce sont des 
chiens qui, dans la journée, passent beaucoup de temps dehors (entre 50 et 100 % du jour), sauf pour 
un chien qui y passe seulement 10 %. 
 
 Tous les chiens porteurs de P. irritans, ont des contacts avec d’autres animaux : deux avec des 
animaux hors foyer uniquement, et les trois autres à la fois avec des animaux présents dans le foyer et 
hors foyer. Tous ces chiens sont en contact avec d’autres carnivores domestiques (chien, chat ou les 
deux). 
 
 Concernant les traitements, un chien n’a jamais été traité et deux ont été traités une fois ou 
plus. Parmi les chiens traités, l’un reçoit un collier à base d’huiles essentielles associé à une pipette de 
Frontline®, et l’autre reçoit de l’Advantix®. Cependant, ce dernier n’était pas traité selon les indications 
d’utilisation du produit puisque l’Advantix® est efficace quatre semaines contre les puces et que la 
 
Ainsi, dans notre étude, les chiens infestés par des puces de l’espèce C. canis sont, pour la 
plupart, des animaux vivant en milieu rural ou provenant d’un refuge. Par ailleurs, ils étaient tous au 
contact d’autres animaux de compagnie, mais également d’animaux de rente pour certains. Un seul des 
chiens vivait en ville mais passait ses week-ends à la campagne, où il était alors en contact avec deux 
autres chiens, quatre chats et de nombreux animaux de production. Parmi ces chiens, certains sont co-




dernière administration remontait à plus de dix semaines au moment du prélèvement. Enfin, pour 







iv. Par Archeopsylla erinacei 
 
 Cette puce a été retrouvée sur un seul des animaux de l’étude, prélevé aux cliniques de l’ENVT. 
Il s’agit d’un animal vivant dans le Sud-Ouest de la France, plus précisément dans le département de 
la Haute-Garonne. Cette femelle entière, de compagnie et agée de 4,2 ans vivait en ville au moment 
du prélèvement. Elle a accès à un extérieur ouvert, de type terrain vague, mais n’y passe que 10 % de 
la journée et dort à l’intérieur la nuit. Cette chienne n’a aucun contact avec d’autres animaux, que ce 
soit au sein du foyer ou hors foyer. Elle est régulièrement traitée contre les parasites externes avec du 
Bravecto® tous les 3 mois, le dernier traitement datant de 60 jours. Cet animal ne présentait pas de 
signes cliniques imputables à la présence de puces le jour de sa consultation.  
 
3. Recherche des agents pathogènes 
 
L’ADN extrait de 932 puces de chats et de chiens a été analysé pour détecter la présence de 
l’ADN de Bartonella spp. De même, la recherche de Rickettsia spp. a été effectuée pour 849 
échantillons d’ADN. Les concentrations en ADN après extractions étaient comprises entre 1,78 ng/µL 
et 130,6 ng/µL avec une moyenne de 21,1 ng/µL et les témoins positifs et négatifs ont fonctionné pour 
chaque PCR. Au total, 67 échantillons étaient positifs pour Bartonella spp. (7,2 % ± 95 % IC 1,7) et 257 










En conclusion, les chiens de l’études porteurs de puces P. irritans proviennent majoritairement 
de milieux ruraux et sont de toute classe d’âge. La majorité d’entre eux vivent avec un accès quasi-
permanent à l’extérieur. 
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A. Recherche de bartonelles 
 
a. Résultats des amplifications en chaîne par polymérase 
 
L’ADN extrait de 604 puces de chats et de 328 puces de chiens, soit 932 puces au total, a été 
amplifié avec les amorces ciblant le gène gltA codant pour la citrate synthase du genre Bartonella.  
 
Parmi les 932 puces dont l’ADN a été amplifié, 67 se sont révélées positives pour Bartonella 
spp. (7,2 % ± 95 % IC 1,7) dont 64 prélevées sur des chats et 3 sur des chiens, ce qui représente 
respectivement 10,6 % des puces de chats analysées et 0,9 % des puces de chiens. Concernant les 
espèces des 67 puces infectées par Bartonella spp., 65 (97 %) sont des C. felis, une puce (1,5 %) est une 
C. canis et la dernière (1,5 %) est une P. irritans.  
 
Sur les 65 C. felis positives, 64 ont été récupérées sur 28 chats et une a été trouvée sur un 
chien. Les puces C. canis et P. irritans proviennent de deux autres chiens. Ainsi, 28 des 129 chats (21,7 
%) prélevés dans cette étude étaient porteurs de puces infectées ainsi que trois chiens sur 62 (4,8 %).  
 
De plus, le pourcentage de puces positives sur un même animal varie de 14 % à 100 %, avec 
une moyenne de 44 % (Annexe 6). 
 
Les échantillons d’ADN positifs pour Bartonella spp. ainsi que ceux pour lesquels un fragment 
d’ADN d’une autre taille a été amplifié ont été analysés pour B. henselae. Parmi les 64 puces positives 
à Bartonella spp. prélevées sur les chats, quatre puces étaient négatives pour B. henselae (CT91 F6, 
CT101 F1, CT101 F4 et CT106 F3). Au contraire, toujours dans la population de chats, deux échantillons 
positifs pour B. henselae ne l’étaient pas pour Bartonella spp. (CT119 F1 et CT122 F1) (Figure 47). Chez 
les chiens, les trois puces positives pour Bartonella spp. (CN9 P1, CN54 F3 et CN56 C6) l’étaient 
également pour B. henselae. De plus, de nombreux échantillons pour lesquels des fragments d’ADN de 
tailles différentes à celles attendues pour la PCR Bartonella spp. étaient positifs pour B. henselae (CN13 





































Figure 47. Gels d’électrophorèse des amplicons pour Bartonella spp. et B. henselae de deux C. felis 




Figure 48. Gel d’électrophorèse des amplicons pour B. henselae de CN8 F1 à CN29 F3, de nombreuses 







b. Résultats du séquençage 
 
Par manque de temps et compte-tenu du coût financier, dans la majorité des cas, un unique 
échantillon d’ADN positif à la PCR Bartonella spp. par animal a été séquencé. Pour les chats 91, 101 et 
106, certaines puces (CT91 F6, CT101 F1, CT101 F4 et CT106 F3) étaient positives lors de la PCR pour 
Bartonella spp. et négatives pour B. henselae. Ces puces supplémentaires ont donc été séquencées. 
Par ailleurs, les échantillons CT119 F2 et CT122 F1 ainsi que CN13 F2 et CN25 F2, négatifs pour 
Bartonella spp. et positifs pour B. henselae, ont également été envoyés au séquençage avec les deux 
types d’amorce. 
 
Parmi les 35 échantillons positifs pour Bartonella spp. sélectionnés pour le séquençage, deux 
n’ont pas donné de résultat (CT128 F3 et CN9 P1). Trois espèces ont été identifiées : B. henselae pour 
20 échantillons (60,6 %), B. clarridgeiae pour 12 échantillons (36,4 %) et B. rochalimae pour un 
échantillon (3 %) (Tableau 23). Les homologies ont été calculées sauf pour la séquence proche de B. 
rochalimae, du fait de sa qualité médiocre : nous pouvons donc affirmer qu’il s’agit d’ADN de 
Bartonella spp., mais pas de B. rochalimae. 
 
 
Tableau 23. Différentes espèces de bartonelles détectées dans les échantillons d’ADN de puces 
 
De plus, pour les chats 91, 101 et 106, pour lesquels plusieurs puces ont été séquencées, les 

















souche Houston - 
1 
20 CP020742.1 99,66 - 100 C. felis 
Chats 
(n = 18) 
B. clarridgeiae 
souche 73 
12 FN645454.1 96,32 - 100 
C. felis (n = 9) 
+ C. canis  
(n = 1) 
Chats (n = 9) 
+ Chien  








Résultats de la PCR 
Bartonella spp. 
Résultats de la 
PCR B. henselae 
Résultats du séquençage 
Chat 91 
CT91 F3 Positif Positif B. henselae 
CT91 F6 Positif Négatif B. henselae 
Chat 101 
CT101 F1 Positif Négatif B. clarridgeiae 
CT101 F3 Positif Positif B. clarridgeiae 
CT101 F5 Positif Négatif B. clarridgeiae 
Chat 106 
CT106 F1 Positif Positif B. henselae 
CT106 F3 Positif Négatif B. henselae 
 
Tableau 24. Résultats du séquençage des puces des chats 91, 101 et 106 
 
De plus, pour les échantillons uniquement positifs pour B. henselae, la séquence obtenue était 
soit en faveur d’ADN de C. felis soit de trop mauvaise qualité pour déterminer l’agent en cause. 
 
Par ailleurs, afin d’établir une prévalence en fonction du nombre total de puces positives, nous 
avons supposé que, chez un même animal, les puces positives pour Bartonella spp. hébergeaient la 
même espèce de bartonelle. Ainsi, en formulant cette hypothèse, il semblerait que 39 puces (58,2 %) 
soient positives pour B. henselae, 25 (37,3 %) pour B. clarridgeiae, une (1,5 %) pour B. rochalimae et 
l’espèce n’a pas pu être déterminée pour deux puces (3 %). 
 
c. Description de la population positive. et analyse statistique 
 
La population d’animaux positifs pour Bartonella spp. a été analysée et comparée aux individus 
négatifs, puis une analyse statistique a permis de déterminer l’existence de facteurs de risque. Le détail 
des animaux positifs a été placé en annexe (Annexe 7). 
 
i. Chez les chats de la population 
 
Au total, 28 des 129 chats prélevés étaient porteurs d’au moins une puce C. felis positive pour 
Bartonella spp., ce qui représente 21,7 % de la population de chats. Deux des animaux positifs étaient 
des chatons de la même portée et vivaient ensemble au moment du prélèvement. De même, cinq 
chats prélevés au cours d’une campagne de stérilisation avaient été capturés au même endroit. Ainsi, 
le Tableau 25 donne les différentes caractéristiques de ces animaux par catégorie (chats porteurs de 
puces positives pour Bartonella spp., de puces négatives pour Bartonella spp. et population totale). 
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Pour un des chats, plusieurs informations sont manquantes (âge, sexe, statut reproducteur, lieu de vie, 
accès à l’extérieur, contact avec d’autres animaux) : pour ces catégories les prévalences établies sont 
sur un total de 27 et 128 chats. 
 






17,9 % (5/28) 
50 % (14/28) 
32,1 % (9/28) 
44,6 % (45/101) 
42,6 % (43/101) 
12,9 % (13/101) 
38,8 % (50/129) 
44,2 % (57/129) 





82,1 % (23/28) 
17,9 % (5/28) 
74,3 % (75/101) 
25,7 % (26/101) 
76 % (98/129) 
24 % (31/129) 
Age 
0 à 6 mois 
Entre > 6 mois et 1 an 
Entre > 1 an et 5 ans 
Plus de 5 ans 
40,7 % (11/27) 
25,9 % (7/27) 
18,5 % (5/27) 
14,8 % (4/27)  
24,8 % (25/101) 
28,7 % (29/101) 
31,7 % (32/101) 
14,9 % (15/101) 
28,1 % (36/128) 
28,1 % (36/128) 
28,9 % (37/128) 




63 % (17/27) 
37 % (10/27) 
38,6 % (39/101) 
61,4 % (62/101) 
43,8 % (56/128) 





96,3 % (26/27) 
3,7 % (1/27) 
65,3 % (66/101) 
34,7 % (35/101) 
71,9 % (92/128) 




46,4 % (13/28) 
53,6 % (15/28) 
73,3 % (74/101) 
26,7 % (27/101) 
67,4 % (87/129) 
32,6 % (42/129) 
Lieu de vie 
Ville 
Campagne 
48,1 % (13/27) 
51,9 % (14/27) 
47,5 % (48/101) 
52,5 % (53/101) 
47,7 % (61/128) 
52,3 % (67/128) 
Extérieur 
Pas d’accès 
Accès extérieur clôturé 
Accès extérieur non-clôturé 
14,8 % (4/27) 
22,2 % (6/27) 
63 % (17/27) 
18,8 % (19/101) 
32,7 % (33/101) 
48,5 % (49/101) 
18,0 % (23/128) 
30,5 % (39/128) 
51,6 % (66/128) 
Temps passé à 
l’extérieur 
0 % 
> 0 à 50 % 
> 50 à 99 % 
100 % 
14,8 % (4/27) 
11,1 % (3/27) 
18,5 % (5/27) 
55,6 % (15/27) 
18,8 % (19/101) 
22,8 % (23/101) 
 38,6 % (39/101) 
19,8 % (20/101) 
18,0 % (23/128) 
20,3 % (26/128) 
34,4 % (44/128) 
27,3 % (35/128) 
Contact avec 
d’autres animaux 
Absence de contact 
Existence de contact 
3,7 % (1/27) 
96,3 % (26/27) 
13,9 % (14/101) 
86,1 % (87/101) 
11,7 % (15/128) 
88,3 % (113/128) 
Traitements APE 
Déjà traité 
Jamais traité  
Inconnu 
14,3 % (4/28) 
42,9 % (12/28) 
42,9 % (12/28) 
52,5 % (53/101) 
28,7 % (29/101) 
18,8 % (19/101) 
44,2 % (57/129) 
31,8 % (41/129) 




Deux signes ou plus 
Inconnu 
39,3 % (11/28) 
25 % (7/28) 
10,7 % (3/28) 
25 % (7/28) 
55,4 % (56/101) 
22,8 % (23/101) 
17,8 % (18/101) 
4 % (4/101) 
51,9 % (67/129) 
23,3 % (30/129) 
16,3 % (21/129) 
8,5 % (11/129) 
 
Tableau 25. Prévalence des chats par caractéristique et catégorie pour Bartonella spp. 
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Pour préciser ce tableau, quatre des chats originaires du Nord-Ouest viennent de Vendée        
(80 %) et le dernier a été vu en Charente (20 %). Pour ceux localisés dans le Sud-Ouest, cinq ont été 
prélevés dans le Gers (21,7 %), six dans les Pyrénées-Atlantiques (26,1 %) et le reste en Haute-Garonne 
(52,2 %). L’âge moyen des animaux positifs est de 1,67 ans (versus 2,55 ans pour les négatifs) et              
64,7 % ont moins d’un an (versus 53,5 %). Parmi les 15 chats « autres », 12 étaient des chats errants et 
trois des chats à l’adoption sous contrat associatif. Par ailleurs, les chats qui passent 100 % de leurs 
journées dehors, y passent également la nuit, alors que les autres rentrent le soir, sauf un. De plus, 
parmi les 26 chats qui ont des contacts avec d’autres animaux, six (21,4 %) ont des contacts supposés 
avec d’autres chats, ces contacts sont certains pour 19 (67,9 %) et un (3,6 %) n’entre en contact qu’avec 
le lapin du foyer. Également, trois de ces animaux (11,6 %) vivent avec un ou plusieurs chiens. 
Concernant les APE, le Tableau 26 donne davantage d’informations sur les traitements des quatre 
chats concernés. Enfin, pour deux chats (7,1 %), le motif de consultation chez le vétérinaire était lié au 
parasitisme externe : l’un était anémié, possiblement à cause de la gravité de l’infestation parasitaire, 
et l’autre venait pour une dermatite pyotraumatique probablement causée par les démangeaisons 















Chat 73 Une fois Strongold® Pipette - 1 jour 
Chat 108 Deux fois P’tit ami® Pipette 
Grande 
surface 
7 et 21 jours 
Chat 109 Une fois 
P’tit ami® Pipette 
Grande 
surface 
15 jours Vetocanis® Collier 
P’tit ami® Shampoing 
 
Tableau 26. Informations sur les traitements APE des chats positifs pour Bartonella spp. 
 
D’après le Tableau 25, plusieurs différences entre les caractéristiques des chats porteurs de 
puces positives et négatives pour Bartonella spp. sont remarquables. Tout d’abord, le nombre de chats 
porteurs de puces infectées prélevés à l’ENVT est bien inférieur à celui des chats porteurs de puces 
négatives (17,9 % versus 44,6 %) alors que celui de chats prélevés via des associations est supérieur 
(32,1 % versus 12,9 %). Concernant l’âge, 40,7 % des chats hébergeant des puces positives ont entre 0 
et 6 mois, contre 24,8 % pour les chats infestés de puces négatives, alors que 18,5 % ont entre 1 et 5 
ans, contre 31,7 % pour les chats avec des puces non contaminées. De plus, les chats avec des puces 
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positives sont majoritairement des mâles (63 % contre 38,6 % pour l’autre catégorie) et des animaux 
non-stérilisés (96,3 % contre 65,3 % pour les porteurs de puces négatives). Par ailleurs, les chats 
porteurs de ces puces sont des animaux errants, de fourrière ou à l’adoption pour 53,6 % (contre         
26,7 % pour les chats à puces négatives) et qui passe la totalité du temps à l’extérieur pour 55,6 % 
(contre 19,8 %). Enfin, très peu de ces animaux sont traités contre les parasites externes (14,3 % 
seulement contre 52,5 % pour les animaux aux parasites non infectés). 
 
Lors de l’analyse statistique univariée, plusieurs facteurs de risques ont été identifiés. Le sexe, 
le statut reproducteur, le temps passé à l’extérieur et les contacts avec d’autres animaux ont une 
influence significative sur le fait d’être infesté ou non par des puces positives aux bartonelles (p < 0,2). 
Ainsi, les chats mâles, entiers, vivant uniquement à l’extérieur et au contact d’autres animaux sont plus 
à risque d’être porteurs de ces puces. Au contraire, l’âge, le lieu de vie et l’administration, ou non, d’un 
traitement antiparasitaire externe ne constituaient pas des facteurs significatifs (p > 0,2). Le modèle 
de régression logistique multiple final, construit avec les quatre informations précédentes, a montré 
que seul le sexe et le statut reproducteur représentaient des facteurs prédictifs significatifs (p < 0,05). 
En effet, les mâles ont 2,75 fois plus de chance d’être porteurs de puces positives que les femelles et 
les animaux non-stérilisés le sont 10,4 fois plus que les chats stérilisés (Tableau 27). 
 
Facteurs Odds ratio Valeurs-p Intervalles de confiance à 95 % 
Sexe 
Femelle Référence - - 
Mâle 2,75 < 0,05 1,07 - 7,4 
Statut reproducteur 
Stérilisé Référence - - 
Non-stérilisé 10,4 < 0,05 1,9 - 197,6 
 
Tableau 27. Odds ratio, valeurs-p et intervalles de confiance à 95 % 










Ainsi nous remarquons que, dans notre étude, la majorité des chats pour lesquels une ou 
plusieurs puces se sont avérées positives pour l’ADN de Bartonella spp. sont des chats mâles, non-
stérilisés, de moins d’un an, n’ayant pas de propriétaire, vivant la majeure partie du temps à l’extérieur 
et n’étant pas traités contre les parasites externes. D’après l’analyse statistique réalisée, le sexe mâle et 
l’absence de stérilisation sont des facteurs de risque significatifs.   
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ii. Chez les chiens de la population 
 
Seuls trois chiens sur les 62 prélevés étaient porteurs, pour chacun, d’une puce positive pour 
Bartonella spp., soit 4,8 % de la population de chiens analysée. Deux de ces chiens ont été prélevés 
dans des cliniques privées différentes et le dernier à l’ENVT. Concernant la répartition géographique, 
un des chiens vit dans le Loiret (Centre-Val de Loire), un autre dans le Lot-Et-Garonne (Nouvelle-
Aquitaine) et le dernier dans les Pyrénées-Atlantiques (Nouvelle-Aquitaine). Deux de ces chiens étaient 
âgés de 3 mois et le dernier avait plus de 11 ans au moment de la consultation. Par ailleurs, ce sont 
tous les trois des mâles entiers. Concernant leur mode de vie respectif, le chien le plus vieux (chien 9) 
est un chien de chasse, vivant à la campagne et ayant accès à un extérieur non-clôturé pendant environ 
90 % de la journée. Les deux chiots sont des animaux de compagnie. L’un (chien 54) vit en campagne 
et passe la journée entière à l’extérieur (non-clôturé). L’autre (chien 56), destiné à travailler comme 
chien de ferme une fois adulte, vit en ville et passe 80 % de la journée dans le jardin du propriétaire. 
Aucun de ces trois animaux ne passe la nuit dehors. Par ailleurs, ils entrent tous les trois en contact 
avec d’autre animaux, au sein du foyer ou à l’extérieur de celui-ci (Tableau 28). 
 
Animaux du foyer 
Animaux hors-foyer 
Chiens Chats 
Chien 9 0 1 Plusieurs chiens 
Chien 54 1 0 0 
Chien 56 2 4 Bovins, ovins, porcins, volailles 
 
Tableau 28. Animaux (foyer et hors-foyer) au contact des chiens positifs pour Bartonella spp. 
 
Par ailleurs, deux de ces animaux n’ont jamais été traités contre les parasites externes. Un des 
chiots a été traité pour la première fois 15 jours avant la consultation avec une pipette contenant du 
fipronil (Frontline®, Merial) et un comprimé d’un mélange de camomille, thym, armoise, ail 
(Vermipure®, Béaphar). Enfin, aucun de ces chiens n’était présenté pour du parasitisme externe mais, 
pour un d’entre eux, du prurit a été rapporté.  
 
Pour la population de chien examinée, aucune variable explicative ne constituait un facteur de 
risque significatif. Pour ce modèle, le nombre de puces récoltées positives aux bartonelles était 






B. Recherche de rickettsies 
 
a. Résultats des amplifications en chaîne par polymérase 
 
L’ADN extrait de 564 puces de chats et de 285 puces de chiens, soit 849 puces au total, a été 
amplifié avec les amorces ciblant le gène gltA codant pour la citrate synthase des rickettsies.  
 
Sur les 849 puces de chats et de chiens dont l’ADN a été amplifié avec les amorces spécifiques 
aux rickettsies, 257 échantillons ont donné un résultat positif (30,3 % ± 95 % IC 3,1 %). Ces 257 puces 
ont été prélevées sur des chats pour 173 d’entre elles (67,3 %) et sur des chiens pour 84 (32,7 %). Ainsi, 
30,7 % des puces des chats et 29,5 % des puces de chiens sont positives pour l’ADN de rickettsie.  
 
Concernant les espèces de puces infectées, 249 sont des C. felis (96,9 %) dont 173 ont été 
prélevées sur des chats et 76 sur des chiens, six sont des P. irritans (2,3 %), une appartient à l’espèce 
C. canis (0,4 %) et la dernière à l’espèce A. erinacei (0,4 %). Ainsi, 30,9 % (249/807) des C. felis, 3,8 % 
(1/26) des C. canis, 40 % (6/15) des P. irritans et la seule A. erinacei récoltées contiennent de l’ADN de 
Rickettsia spp.  
 
Au total, 71 des 129 chats (55 %) et 35 des 62 chiens (56,5 %) de l’étude étaient porteurs d’au 
moins une puce infectée par Rickettsia spp. 
 
 Enfin, le pourcentage de puces positives sur un même animal varie de 14 % à 100 %, avec une 
moyenne de 55 % (Annexe 8). 
 
Par ailleurs, les résultats de PCR ont montré que 21 puces (2,5 %), appartenant à 13 chats et 
un chien, étaient co-infectées par l’ADN de Bartonella spp. et de Rickettsia spp. De même trois des 
chats analysés étaient porteurs de puces dont certaines étaient positives pour l’ADN de rickettsie et 




Puces positives pour 
Bartonella spp. 
Puces positives pour 
Rickettsia spp. 
Puces positives pour 
les deux agents 
Chat 12 - - CT12 F1 
Chat 42 CT42 F2 CT42 F1, CT42 F3 - 
Chat 51 
CT51 F3, CT51 F4, 
CT51 F5 
- CT51 F1 
Chat 61 
CT61 F2, CT61 F3, 
CT61 F4, CT61 F5, 
CT61 F6 
CT61 F1 - 
Chat 64 - CT64 F4 CT64 F1 
Chat 66 CT66 F6 - 




Chat 72 - CT72 F2, CT72 F4 CT72 F3 
Chat 88 CT88 F2 
CT88 F1, CT88 F3, 
CT88 F4 
- 
Chat 91 CT91 F6 CT91 F5 CT91 F2, CT91 F3 
Chat 92 - CT92 F1 CT92 F2, CT92 F3 
Chat 106 CT106 F1, CT106 F3  - CT106 F5 
Chat 108 - CT108 F2 
CT108 F1, CT108 F3, 
CT108 F4, CT108 F5 
Chat 109 - 
CT109 F2, CT109 F3, 
CT109 F4 
CT109 F1 
Chat 121 CT121 F2,  CT121 F1, CT121 F4 CT121 F3 
Chat 124 - - CT124 F1 
Chat 128 - CT128 F1, CT128 F2 CT128 F3 
Chien 9 - CN9 P2 CN9 P1 
 
Tableau 29. Agents pathogènes trouvés dans les puces des chats co-infectées 
 
b. Résultats du séquençage 
 
Comme pour les bartonelles, un unique échantillon d’ADN positif pour Rickettsia spp. par 
animal a été séquencé. Compte-tenu des réactions croisées entre l’ADN de bartonelle et les amorces 
utilisées pour détecter la présence de Rickettsia spp., un échantillon positif pour les deux agents 
pathogènes a parfois été envoyé. Ainsi, 108 échantillons d’ADN amplifié ont été séquencés dont 93 
puces prélevées sur des chats (67,6 %) et 35 sur des chiens (32,4 %) et, parmi eux, 14 étaient également 
positifs pour l’ADN de bartonelle (13 %). 
 
La séquence obtenue après séquençage de l’échantillon provenant du chien 61 n’était pas 
d’assez bonne qualité pour déterminer l’agent en cause. Parmi les 107 échantillons restants, 93 se sont 
révélés positifs pour R. felis (86,1 %), 13 pour R. asembonensis (12 %) et un pour R. conorii (0,9 %) 
(Tableau 30). Cependant, pour R. conorii, l’homologie avec la séquence de référence n’a pas été 
calculée compte tenu de la mauvaise qualité du chromatogramme, ce qui ne permet pas d’affirmer 
avec certitude qu’il s’agit de cette espèce. Il serait intéressant, dans un futur travail, de refaire 
l’amplification puis la purification de cet échantillon. Cette puce était la seule positive parmi celles 
prélevées sur le chien. 
 
 Par ailleurs, deux souches de R. asembonensis ont été détectées : la souche VGD7 pour 11 des 
13 échantillons (84,6 %) et la souche DB32B pour les deux derniers (15,6 %). Ainsi, les puces de chats 
hébergent majoritairement R. felis (94,5 %), puis R. asembonensis souche VGD7 (4,1 %) et R. conorii 
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(1,4 %). Les puces de chiens, elles aussi, sont majoritairement porteuses de R. felis (70,6 %) mais aussi 










Espèces de puces 
Espèces 
hôtes 
R. felis souche 
URRWXCal2 
93 CP000053.1 99,69 - 100 
C. felis (n = 92) + 
P. irritans (n = 1) 
Chats (n = 
69) + chiens 




11 KY650697.1 100 
C. felis (n = 7) +  
C. canis (n = 1) + 
P. irritans (n = 2) + 
A. erinacei (n = 1) 
Chats (n = 3) 
+ chiens  




2 MF281711.1 100 
C. felis  
(n = 2) 
Chiens 
(n = 2) 
R. conorii 
souche Malish 7 
1 AE006914.1 Non déterminée C. felis (n = 1) 
Chat  
(n = 1) 
 
Tableau 30. Différentes espèces de rickettsies détectées dans les échantillons d’ADN de puces 
 
Dans ce travail, nous n’avons pas pu faire séquencer toutes les puces retrouvées positives sur 
un même animal, pour des raisons de temps comme expliqué précédemment. Ainsi, si nous supposons 
que toutes les puces positives à Rickettsia spp. d’un animal sont infectées par la même espèce de 
rickettsie, 230 puces sont infectées par R. felis (27,1 %), 23 par R. asembonensis (2,7 %), dont 19 par la 
souche VGD7 et 4 par la souche DB32B, et une par R. conorii (0,1 %). Il sera intéressant de vérifier ces 
hypothèses par la suite car, comme vu ci-dessus, des puces collectées sur un même animal peuvent 
toutefois être positives pour des agents pathogènes différents. 
 
Enfin, il est important de noter que, sur les 14 puces co-infectées par Bartonella spp. et 
Rickettsia spp., 12 sont porteuses de R. felis et deux de R. asembonensis souche VGD7 (Tableau 31). 
Ainsi, sept puces sont co-infectées par R. felis et B. henselae et cinq puces par R. felis et B. clarridgeiae. 
Pour les puces infectées par R. asembonensis et positives pour Bartonella spp., le séquençage n’a pas 
permis d’obtenir un résultat d’espèce. Par ailleurs, pour les chats 42, 64 et 88 cités précédemment, les 
puces positives pour Bartonella spp. étaient porteuses de B. henselae et celles positives pour Rickettsia 





Tableau 31. Résultats du séquençage pour les puces co-infectées 
par l’ADN de bartonelle et de rickettsie 
 
c. Description de la population positive et analyse statistique 
 
Comme précédemment, une analyse des caractéristiques des animaux positifs pour Rickettsia 
spp. a été réalisée et la significativité de ces caractéristiques comme facteurs de risque a été 
déterminée. Le détail des animaux positifs a été placé en annexe (Annexe 9 et 10). 
 
i. Chez les chats de la population 
 
Comme mentionné précédemment, 71 des 129 chats prélevés étaient porteurs d’au moins une 
puce C. felis positive pour Rickettsia spp., soit 55 % des chats inclus dans l’études. Les deux chatons 
partageant le même foyer et déjà porteurs de puces positives aux bartonelles étaient également 
infestés de puces positives pour Rickettsia spp. De plus, deux autres chatons pensionnaires de la même 
famille d’accueil étaient, eux-aussi, porteurs de puces positives pour les rickettsies. Enfin, au cours de 
la campagne de stérilisation, nous avons prélevé des puces positives chez trois chats trouvés dans la 
même rue de Toulouse. 
 
Le Tableau 32 détaille les différentes caractéristiques de ces animaux par catégorie (chats 
porteurs de puces positives pour Rickettsia spp., chats porteurs de puces négatives pour Rickettsia spp. 
et population totale). Pour un des chats, plusieurs informations sont manquantes (âge, sexe, statut 
Animaux Espèces de rickettsies Espèces de bartonelles 
Chat 12 R. felis B. henselae 
Chat 51 R. felis B. clarridgeiae 
Chat 64 R. felis B. clarridgeiae 
Chat 66 R. felis B. clarridgeiae 
Chat 72 R. felis B. clarridgeiae 
Chat 91 R. felis B. henselae 
Chat 92 R. felis B. henselae 
Chat 106 R. felis B. henselae 
Chat 108 R. felis B. clarridgeiae 
Chat 109 R. felis B. henselae 
Chat 121 R. felis B. henselae 
Chat 124 R. felis B. henselae 
Chat 128 R. asembonensis souche VGD7 Séquençage non concluant  
Chien 9 R. asembonensis souche VGD7 Séquençage non concluant 
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reproducteur, lieu de vie, accès à l’extérieur, contact avec d’autres animaux) : pour ces catégories les 
prévalences établies sont donc sur un total de 70 et 128 chats. 
 
Caractéristiques 
Chats porteurs de 
puces positives 









28,5 % (20/71) 
50,7 % (36/71) 
21,1 % (15/71) 
51,7 % (30/58) 
36,2 % (21/58) 
12,1 % (7/58) 
38,8 % (50/129) 
44,2 % (57/129) 





70,4 % (50/71) 
29,6 % (21/71) 
82,8 % (48/58) 
17,2 % (10/58) 
76 % (98/129) 
24 % (31/129) 
Age 
0 à 6 mois 
Entre > 6 mois et 1 an 
Entre > 1 an et 5 ans 
Plus de 5 ans 
31,4 % (22/70) 
31,4 % (22/70) 
25,7 % (18/70) 
11,4 % (8/70) 
24,1 % (14/58) 
24,1 % (14/58) 
32,8 % (19/58) 
19 % (11/58) 
28,1 % (36/128) 
28,1 % (36/128) 
28,9 % (37/128) 




42,9 % (30/70) 
57,1 % (40/70) 
44,8 % (26/58) 
55,2 % (32/58) 
43,8 % (56/128) 





78,6 % (55/70) 
21,4 % (15/70) 
63,8 % (37/58) 
36,2 % (21/58) 
71,9 % (92/128) 




57,7 % (41/71) 
42,3 % (30/71) 
79,3 % (46/58) 
20,7 % (12/58) 
67,4 % (87/129) 
32,6 % (42/129) 
Lieu de vie 
Ville 
Campagne 
37,1 % (26/70) 
62,9 % (44/70) 
60,3 % (35/58) 
39,7 % (23/58) 
47,7 % (61/128) 
52,3 % (67/128) 
Extérieur 
Pas d’accès 
Accès extérieur clôturé 
Accès extérieur non-clôturé 
15,8 % (11/70) 
24,3 % (17/70) 
60 % (42/70) 
20,7 % (12/58) 
37,9 % (22/58) 
41,4 % (24/58) 
18,0 % (23/128) 
30,5 % (39/128) 
51,6 % (66/128) 
Temps passé à 
l’extérieur 
0 % 
> 0 à 50 % 
> 50 à 99 % 
100 % 
15,7 % (11/70) 
15,7 % (11/70) 
34,3 % (24/70) 
34,4 % (24/70) 
20,7 % (12/58) 
25,9 % (15/58) 
34,5 % (20/58) 
19 % (11/58) 
18,0 % (23/128) 
20,3 % (26/128) 
34,4 % (44/128) 
27,3 % (35/128) 
Contact avec 
d’autres animaux 
Absence de contact 
Existence de contact 
8,6 % (6/70) 
91,4 % (64/70) 
15,5 % (9/58) 
84,5 % (49/58) 







40,8 % (29/71) 
31 % (22/71) 
28,2 % (20/71) 
48,3 % (28/58) 
32,8 % (19/58) 
19 % (11/58) 
44,2 % (57/129) 
31,8 % (41/129) 




Deux signes ou plus 
Inconnu 
53,5 % (38/71) 
23,9 % (17/71) 
15,5 % (11/71) 
7 % (5/71) 
50 % (29/58) 
22,4 % (13/58) 
17,2 % (10/58) 
10,3 % (6/58) 
51,9 % (67/129) 
23,3 % (30/129) 
16,3 % (21/129) 
8,5 % (11/129) 
 
Tableau 32. Prévalence des chats par caractéristique et catégorie pour Rickettsia spp 
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Dans le détail, les chats originaires du Sud-Ouest ont été prélevés en Haute-Garonne pour 34 
d’entre eux (68 %), dans le Gers pour neuf (18 %), dans les Pyrénées-Atlantiques pour six (12 %) et 
dans l’Ariège pour le dernier (2 %). Par ailleurs, 12 chats originaires du Nord-Ouest vivaient en Charente 
(57,1 %), huit en Vendée (38,1 %) et un en Seine-Maritime (4,8 %). L’âge moyen des animaux sur 
lesquels des puces positives ont été trouvées est de 1,91 ans et 64,7 % d’entre eux ont moins d’un an. 
Par ailleurs, après comparaison du milieu de vie et du type d’animal porteurs de puces positives, 80 % 
des chats errants, de fourrière ou à l’adoption vivent en milieu rural alors que les chats de compagnie 
vivent autant en ville qu’en campagne. Parmi ces 64 chats, 18 entrent possiblement en contact avec 
des chats en dehors du foyer (28,1 %) et 47 sont, avec certitude, régulièrement au contact d’autres 
félins (73,4 %). De plus, neuf chats entrent en contact avec un ou plusieurs chiens au sein du foyer 
(14,1 %), dont un uniquement avec ce chien. Enfin, un des chats côtoie quotidiennement un lapin (1,6 
%). La majorité des animaux traités l’est avec une pipette (75,9 %) mais les fréquences idéales de 
traitement sont rarement respectées (Tableau 33).  
 
Animaux Fréquences Spécialités Formes galéniques Lieux d’achat 
Dernières 
adm. 
Chat 7 Une fois - Collier Grande surface 90 jours 
Chat 10 Une fois Vectra felis Pipette Vétérinaire 40 jours 
Chat 13 Deux fois P'tit ami Pipette Grande Surface 7 jours 
Chat 19 
Tous les deux 
mois 
- Pipette Don - 
Chat 23 Tous les mois Broadline Pipette Vétérinaire 60 jours 
Chat 25 
Tous les deux 
mois 
Strectis Pipette Vétérinaire 28 jours 
Chat 29 Tous les mois Frontline Pipette Grande surface 1 jour 








Chat 40 2 fois/an - Collier Animalerie 180 jours 
Chat 46 Tous les mois Frontline Pipette Internet 11 jours 
Chat 55 Tous les mois Biocanina Pipette Pharmacie 30 jours 
Chat 59 Tous les mois Frontline Pipette Pharmacie 24 jours 
Chat 66 Tous les mois Advantage Pipette Vétérinaire 30 jours 
Chat 70 Tous les mois Biocanina Pipette Pharmacie 30 jours 
Chat 71 Tous les mois - Pipette Pharmacie 60 jours 
Chat 74 Une fois - Pipette Grande Surface - 
Chat 79 4 fois/an Broadline Pipette Don 45 jours 
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Chat 80 2 fois/an Frontline Pipette Animalerie 180 jours 
Chat 81 
Tous les deux 
mois 
Frontline Pipette Pharmacie 30 jours 
Chat 82 Une fois Frontline Combo Pipette Vétérinaire 22 jours 
Chat 85 4 fois/an - Pipette/spray - 7 jours 
Chat 95 Une fois Vectra felis Pipette Vétérinaire 40 jours 
Chat 108 - - Pipette Don - 
Chat 109 - - Pipette Don - 
Chat 110 Une fois 




Grande Surface 15 jours 
Chat 115 Une fois Capstar Comprimé Vétérinaire 30 jours 
Chat 125 Une fois Comfortis Comprimé Vétérinaire 105 jours 
Chat 126 Tous les mois Comfortis Comprimé Vétérinaire 40 jours 
Chat 127 Tous les ans - - - - 
 
Tableau 33. Informations sur les traitements APE des chats positifs pour Rickettsia spp. 
 
Enfin, pour quatre des chats (5,7 %), les propriétaires ont consulté pour des motifs liés au 
parasitisme externe : deux présentaient du prurit, des puces avaient été observées sur un et le dernier 
était atteint par une dermatite pyotraumatique.  
 
D’après le Tableau 32, plusieurs différences entre les caractéristiques des chats porteurs et 
non porteurs de puces positives pour Rickettsia spp. sont remarquables. Tout d’abord, le nombre de 
chats prélevés à l’ENVT avec des puces positives est inférieur à ceux sur lesquels nous n’avons pas 
trouvé ces puces (28,5 % versus 51,7 %) alors que celui de chats prélevés dans des cliniques privées est 
supérieur (50,7 % versus 36,2 %). Concernant l’âge, les animaux avec des puces positives sont plutôt 
jeunes puisque 62,8 % ont moins d’un an (contre 48,2 % pour ceux avec des puces négatives). Il y a 
plus de chats errants, de fourrière ou à l’adoption hébergeant des puces positives que l’inverse (42,3 
% versus 20,7 %). Par ailleurs, ces chats vivent dans un milieu rural pour 62,9 % d’entre eux (contre 
39,7 % pour les chats infestés par des puces négatives). Enfin, beaucoup passent 100 % du temps 
dehors (34,4 % versus 19 % pour les animaux avec des puces négatives) et sont au contact d’autres 
animaux (91,4 % versus 84,5 %). 
 
L’analyse univariée réalisée à partir des informations obtenues sur les chats de la population 
étudiée, a montré que le statut reproducteur et le lieu de vie ont une influence significative sur la 
présence de puces positives aux rickettsies sur les chats (p < 0,2). En effet, les chats non-stérilisés et 
vivant à la campagne ont plus de risque d’être porteurs de ces puces. Au contraire, l’âge, le sexe, le 
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temps passé à l’extérieur, les contacts avec d’autres animaux et l’administration d’APE ne constituent 
pas des facteurs significatifs (p > 0,2). Le modèle de régression logistique multiple final pour les facteurs 
de risque associés à la présence de rickettsies dans les puces de chat a montré que seul le lieu de vie 
représentait un facteur prédictif significatif. Ainsi, les chats vivant à la campagne ont 2,38 fois plus de 
chance d’être infestés de puces positives pour Rickettsia spp. (Tableau 34). 
 
Facteurs Odds ratio Valeurs-p Intervalles de confiance à 95 % 
Lieu de vie 
Ville Référence - - 
Campagne 2,38 < 0,05 1,6 - 5 
 
Tableau 34. Odds ratio, valeurs-p et intervalles de confiance à 95 % 








ii. Chez les chiens de la population 
 
Sur les 62 chiens inclus dans l’étude, 35 étaient porteurs de puces positives aux rickettsies   
(56,5 %). Deux des chiens positifs, probablement issus de la même portée, ont été trouvés errants au 
même endroit.  
 
Le Tableau 35 donne les différentes caractéristiques de ces animaux par catégorie (chiens 
porteurs de puces positives pour Rickettsia spp., chiens porteurs de puces négatives pour Rickettsia 










Dans notre étude, la majorité des chats pour lesquels une ou plusieurs puces se sont avérées 
positives pour l’ADN de Rickettsia spp. sont de jeunes chats, vivant en milieu rural, à l’extérieur et au 
contact d’autres animaux. D’après l’analyse statistique, le fait de vivre en milieu rural est un facteur de 





de puces positives  









42,9 % (15/35) 
48,6 % (17/35) 
8,6 % (3/35) 
25,9 % (7/27) 
59,3 % (16/27) 
14,8 % (4/27) 
35,5 % (22/62) 
53,2 % (33/62) 





77,1 % (27/35) 
22,9 % (8/35) 
70,4 % (19/27) 
29,6 % (8/27) 
74,2 % (46/62) 
25,8 % (16/62) 
Age 
0 à 1 an 
Entre > 1an et 5 ans 
Entre > 5 ans et 10 ans 
Plus de 10 ans 
22,9 % (8/35) 
31,4 % (11/35) 
20 % (7/35) 
25,7 % (9/35) 
28 % (7/25) 
28 % (7/25) 
40 % (10/25) 
4 % (1/25) 
25 % (15/60) 
30 % (18/60) 
28,3 % (17/60) 




48,6 % (17/35) 
51,4 % (18/35) 
48 % (12/25) 
52 % (13/25) 
48,3 % (29/60) 





74,3 % (26/35) 
25,7 % (9/35) 
88 % (22/25) 
12 % (3/25) 
80 % (48/60) 





68,6 % (24/35) 
17,1 % (6/35) 
14,3 % (5/35) 
60 % (15/25) 
20 % (5/25) 
20 % (5/25) 
65 % (39/60) 
18,3 % (11/60) 
16,7 % (10/60) 
Lieu de vie 
Ville 
Campagne 
45,7 % (16/35) 
54,3 % (19/35) 
28 % (7/25) 
72 % (18/25) 
38,3 % (23/60) 
61,7 % (37/60) 
Extérieur 
Accès extérieur clôturé 
Accès extérieur non-clôturé 
17,1 % (6/35) 
82,9 % (29/35) 
36 % (9/25) 
64 % (16/25) 
25 % (15/60) 
75 % (45/60) 
Temps passé à 
l’extérieur 
> 0 à 50 % 
> 50 à 99 % 
100 % 
40 % (14/35) 
34,3 % (12/35) 
25,7 % (9/35) 
24 % (6/25) 
36 % (9/25) 
40 % (10/25) 
33,3 % (20/60) 
35 % (21/60) 
31,7 % (19/60) 
Contact avec 
d’autres animaux 
Absence de contact 
Existence de contact 
5,7 % (2/35) 
94,3 % (33/35) 
8 % (2/25) 
92 % (23/25) 
6,7 % (4/60) 





68,6 % (24/35) 
25,7 % (9/35) 
5,7 % (2/35) 
59,3 % (16/27) 
18,5 % (5/27) 
22,2 % (6/27) 
64,5 % (40/62) 
22,6 % (14/62) 




Deux signes ou plus 
Inconnu 
37,1 % (13/35) 
31,4 % (11/35) 
31,4 % (11/35) 
0 % (0/35) 
37 % (10/27) 
29,6 % (8/27) 
25,9 % (7/27) 
7,4 % (2/27) 
37,1 % (23/62) 
36 % (19/62) 
29 % (18/62) 
3,2 % (2/62) 
 
 
Tableau 35. Prévalence des chiens par caractéristique et catégorie pour Rickettsia spp. 
 
En complément des informations présentées dans le tableau, les chiens vivant dans le Sud-
Ouest ont été prélevés en Occitanie pour 23 d’entre eux (85,2 %) et en Nouvelle-Aquitaine pour quatre 
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(14,8 %). Ceux venant du Nord-Ouest sont originaires de la Nouvelle-Aquitaine pour cinq d’entre eux 
(62,5 %), deux (25 %) des Pays de la Loire et un (12,5 %) de Normandie. Ces chiens porteurs d’au moins 
une puce positive aux rickettsies sont, en moyenne, âgés de 5,88 ans. Parmi les 33 chiens au contact 
d’autres animaux, 12 rencontrent des chiens ou des chats lors des sorties uniquement (34,3 %). Sur les 
19 restants, cinq vivent uniquement avec un chien (14,3 %), dix uniquement avec un ou plusieurs chats 
(28,6 %), cinq avec les deux espèces (14,3 %) et le dernier chien cohabite avec un chat et un lapin 
(2,9%). Pour les 24 chiens déjà traités, seuls huit (33,3 %) le sont à une fréquence adaptée. Les 
informations obtenues concernant les traitements reçus par ces chiens sont présentées dans le 
Tableau 36. 
 






Tous les deux 
mois 
Nexgard Spectra Comprimé Don 60 
Chien 3 Une fois Frontline Combo Pipette Vétérinaire 30 
Chien 5 Une fois - Shampoing Pharmacie - 
Chien 7 Deux fois - Shampoing Pharmacie - 
Chien 8 Une fois - Pipette - 15 
Chien 14 4 fois/an Bravecto Comprimé Vétérinaire 60 
Chien 15 - Frontline Pipette Pharmacie 22 
Chien 20 Une fois Vectra 3D Pipette Don 4 
Chien 21 2 fois/an Scalibor/Frontline Collier/pipette Pharmacie 120/30 
Chien 22 Tous les mois Frontline Pipette/spray Vétérinaire 30 
Chien 26 3 fois/an - Pipette Pharmacie 30 
Chien 31 4 fois/an 
Frontline/huiles 
essentielles 
Pipette/collier Animalerie 30 
Chien 36 
Tous les deux 
mois 
Nexgard spectra Comprimé Vétérinaire 90 
Chien 37 Tous les mois Advantix/Frontline Pipette/spray Pharmacie 21 
Chien 38 
Tous les deux 
mois 
Phytothérapie Spray - 90 
Chien 39 4 fois/an - Comprimé - - 
Chien 43 4 fois/an Frontline combo Pipette - 60 
Chien 49 
Tous les deux 
mois 
- Pipette Don - 
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Chien 50 - - - - - 




Chien 52 Tous les mois Frontline combo Pipette Pharmacie 5 
Chien 55 Tous les mois Nexgard spectra Pipette Vétérinaire 30 
Chien 59 4 fois/an Advantix Pipette Pharmacie 14 
Chien 60 Tous les mois Fyperix combo Pipette Pharmacie 24 
 
Tableau 36. Informations sur les traitements APE des chiens positifs pour Rickettsia spp. 
 
Par ailleurs, sur ces 35 chiens, six (17,1 %) ont été présentés en consultation pour un motif lié 
au parasitisme externe, à savoir l’observation de puces dans le pelage par les propriétaires ou des 
démangeaisons pouvant aller jusqu’à la dermatite allergique aux piqûres de puces.  
 
D’après le Tableau 35, quelques différences entre les caractéristiques des chiens porteurs et 
non porteurs de puces positives pour Rickettsia spp. peuvent être notées. Tout d’abord, les chiens 
hébergeant des puces infectées par Rickettsia spp. sont plus vieux : 5,88 ans de moyenne d’âge contre 
4,21 ans et 25,7 % de ces chiens ont plus de 10 ans (contre 4 %). De plus, les chiens porteurs de puces 
positives sont plus fréquemment stérilisés (25,7 % versus 12 %) et habitent plus souvent en milieu 
urbain (45,7 % versus 28 %). Enfin, il semblerait que les animaux hébergeant des puces positives 
passent moins de temps dehors : 40 % sont à l’extérieur moins de 50 % de la journée (contre 24 % pour 
ceux qui n’ont pas de puces positives) et 25,7 % seulement y passent 100 % du temps (contre 40 %). 
 
Dans la population de chiens étudiée et lors de l’analyse univariée, le statut reproducteur et le 
lieu de vie ont été identifiés comme ayant une influence significative sur le portage de puces 
contaminées (p < 0,2).  En effet, les chiens stérilisés et vivant en ville semblent plus fréquemment 
héberger ces puces positives. Au contraire, l’âge, le sexe, le temps passé à l’extérieur, les contacts avec 
d’autres animaux et les traitements antiparasitaires externes ne constituaient pas des facteurs 
significatifs (p > 0,2). Cependant, le modèle de régression logistique multivarié final pour les facteurs 
de risque associés à la présence de rickettsies dans les puces des chiens a montré qu’aucun des facteurs 







Ainsi nous remarquons que, dans notre étude, la majorité des chiens pour lesquels une ou 
plusieurs puces se sont avérées positives pour l’ADN de Rickettsia spp. sont des chiens adultes de plus 





1. Les espèces de puces 
 
 Dans notre étude, l’espèce majoritairement trouvée est C. felis : elle était présente chez           
100 % des chats et 87,1 % des chiens. Ces prévalences sont en accord avec les études précédemment 
menées en France. En effet, l’espèce C. felis a été identifiée à hauteur de 95 % chez le chat (Deloffre, 
2001) et à plus de 85 % chez le chien (Choquart, 1999). Cette espèce est cosmopolite et est rencontrée 
dans différents milieux de vie. Effectivement, dans notre travail, C. felis a été retrouvée aussi bien en 
milieu rural qu’en milieu urbain et chez des animaux ayant accès, ou non, à différents types d’extérieur. 
De même, elle a été identifiée chez des animaux appartenant à toutes les classes d’âge. Par ailleurs, 
étant peu spécifique, C. felis à souvent tendance à infester tous les animaux d’un même foyer, quelle 
que soit l’espèce. Ainsi, chez les chats et chiens inclus dans l’étude et porteurs de C. felis, il aurait été 
intéressant de prélever les autres animaux du foyer. De plus, un point intéressant à soulever est le fait 
que des animaux traités régulièrement contre les parasites externes étaient infestés par ces puces. Les 
produits les plus utilisés sur les chats et chiens sont généralement des pipettes à base de fipronil or, 
certaines études ont montré l’apparition d’une résistance de C. felis à cet insecticide (Payne et al., 
2001 ; Schenker et al., 2001 ; Bass et al., 2004). Cependant, dans l’étude que nous avons réalisée, il est 
difficile de savoir si le manque d’efficacité observé est dû à une résistance ou à un défaut d’observance 
du traitement. Les objectifs de notre étude étant autres, ces points-là n’ont pas été approfondis. 
 
 Comme déjà mentionné, de nombreuses études antérieures ont montré que l’espèce de puce 
principalement associée aux chats est C. felis (Annexe 1). D’autres espèces, non retrouvées chez les 
félins domestiques de notre population, ont été décrites chez le chat en France : C. canis, P. irritans, A. 
erinacei, S. cuniculi, Ceratophyllus sp., X. cheopis, L. segnis (Deloffre, 2001). Cependant, leurs 
prévalences sont beaucoup plus faibles que pour C. felis. Par exemple, C. canis représente moins           
d’1 % des puces infestant le chat, ce qui en fait un hôte potentiel mais certainement accidentel 
(Cadiergues, 2000 ; Deloffre, 2001). En effet, des études menées en laboratoire ont montré que la 
reproduction des puces C. canis est plus efficace chez le chien que chez le chat (Cadiergues, 2000). 
 
 Les résultats sont plus variables pour les chiens, même si C. felis s’est avérée être l’espèce de 
puce la plus commune, chez les canidés domestiques, en France (Choquart, 1999) et dans de nombreux 
pays (Annexe 2). La deuxième espèce rencontrée dans cette étude est C. canis, avec une prévalence 
de 10 %. Des études rapportent que, dans certains pays européens, C. canis peut être l’espèce 
retrouvée de façon prédominante et sous forme d’infestations massives comme en Grèce (Koutinas et 
al., 1995), en Irlande (Wall et al., 1997), en Hongrie (Farkas et al., 2009), en Albanie (Xhaxhiu et al., 
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2009 ; Shukullari et al., 2017), mais aussi sur d’autres continents comme au Nigeria (Omonijo, 
Sowemimo, 2017) et en Iran (Ebrahimzade et al., 2016). Pour P. irritans, rencontrée dans notre étude 
chez 8 % des chiens, la prévalence dépasse rarement 10 % d’après les nombreuses études déjà 
réalisées (Annexe 2).  
 
 Ces écarts entre les prévalences des différentes espèces de puce retrouvées peuvent 
s’expliquer par la spécificité ou la préférence d’hôte de chacune. Bien que les facteurs régissant la 
préférence d’hôte des puces ne soient pas encore totalement élucidés, il a été montré que certaines 
espèces, comme C. felis, ont un spectre d’hôtes très large (Dryden, Rust, 1994 ; Bitam et al., 2010) alors 
que d’autres, telles que C. canis, ont un spectre bien plus réduit. En effet, comme expliqué 
précédemment, C. canis infeste surtout les canidés domestiques et sauvages (Beaucournu et al., 1990). 
Un autre facteur pouvant expliquer ces différences de prévalence est la tolérance plus étroite de C. 
canis aux changements de conditions environnementales (Baker et Elharam, 1992 ; Dryden, 1993). 
Ainsi, une espèce originaire d’Afrique, comme C. felis, serait mieux adaptée à la chaleur typique dans 
les villes et à l’intérieur des bâtiments (Chesney, 1995) qu’une espèce dite septentrionale comme C. 
canis (Beaucournu et al., 1990). 
 
 Dans la présente étude, il a également été remarqué que la diversité des espèces de puces 
infestant le chien est plus importante que chez le chat. De même, chez nos canidés domestiques, il ne 
semble pas rare de trouver plusieurs espèces de puces sur un même animal, mais C. felis fait 
généralement partie de ces co-infections. En France, une étude a déjà montré qu’il était commun de 
retrouver, en plus de C. felis, d’autres espèces telles que P. irritans, C. canis, S. cuniculi, A. erinacei et 
Ceratophyllus spp (Choquart, 1999). De plus, des infestations mixtes ont déjà été observées dans 
d’autres pays comme en Hongrie (Farkas et al., 2009), au Royaume-Uni (Bond et al., 2007), en Espagne 
(Gálvez et al., 2017), en Allemagne (Beck et al., 2006), en Grèce (Koutinas et al., 1995), aux Etats-Unis 
(Harman et al., 1987), au Costa Rica (Troyo et al., 2012), en Colombie (Cañón-Franco, Pérez-Bedoya, 
2010) et en Thaïlande (Changbunjong et al., 2009). 
 
 La majorité des puces des espèces P. irritans et C. canis a été retrouvée sur des chiens vivant 
dans des milieux ruraux et ne recevant pas de traitement antiparasitaire externe. Il est, en effet, décrit 
que l’hôte domestique habituel de C. canis est le chien vivant généralement à l’extérieur et en altitude, 
dans des conditions dites semi-naturelles, comme les chiens de berger (Beaucournu et al., 1990 ; Franc, 
1998). Par ailleurs, P. irritans est souvent retrouvée sur les ovins et caprins (Buckland et Sadler, 1989 ; 
Christodoulopoulos et Theodoropoulos, 2003 ; Bitam et al., 2010 ; Gracia et al., 1999 ; Domínguez-
Peñafiel et al., 2011). Il n’est donc pas étonnant que des chiens vivant à la campagne, donc 
potentiellement en contact avec ce type d’animaux, soient infestés par cette espèce. Encore une fois, 
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il aurait été intéressant de pouvoir prélever les animaux au contact de ces chiens afin de pouvoir 
investiguer davantage ces infestations par P. irritans.  
 
 Une seule puce appartenant à l’espèce A. erinacei a été prélevée. Il est fort probable que le 
chien ait été accidentellement infesté par cette puce, en chassant ou simplement en entrant en contact 
avec son hôte originel, le hérisson (Whiting et al., 2008). Un grand nombre de ces petits mammifères 
vivent en milieu rural aussi bien qu’en milieu urbain, et croisent parfois des carnivores domestiques à 
qui ils peuvent transmettre des parasites. En effet, certaines études ont montré que les hérissons 
représentent une véritable source d’ectoparasites, notamment de tiques et de puces (Dziemian et al., 
2015 ; Girisgin et al., 2015 ; Hajipour et al., 2015), et qu’ils contribuent ainsi à la dissémination d’agents 
pathogènes zoonotiques (Keymer et al., 1991 ; Riley et Chomel, 2005 ; Jahfari et al., 2017). Le fait qu’A. 
erinacei soit plus souvent rencontrée sur des chiens que des chats suggère que les chats présentent 
moins d’intérêt, ou du moins sont plus circonspects à l’approche des hérissons (Bond et al., 2007).  
 
 La prévalence de l’infestation par les puces chez les carnivores domestiques ainsi que le 
nombre total de puces par animal (ou charge parasitaire ou degré d’infestation) n’ont pas été 
déterminés du fait du protocole d’échantillonnage. En effet, ce dernier prévoyait que seuls les animaux 
présentant une infestation par les puces soient inclus dans l’étude. Or, la plupart du temps, les animaux 
étaient amenés en consultation pour des raisons autres que le parasitisme et l’observation de puces 
était souvent fortuite. Le peignage des animaux ne pouvait pas être exhaustif ; sa durée l’aurait alors 
rendu incompatible avec le temps accordé à une consultation en clinique vétérinaire. Ce paramètre, 
ainsi que le manque de coopération de certains animaux, compliquaient parfois les prélèvements et 
ne permettaient pas de récupérer le nombre requis de puces. De même, afin d’avoir de réelles 
informations sur l’existence ou non d’un lien entre les zones géographiques françaises et la prévalence 
des espèces de puce, il aurait fallu prélever des échantillons dans plus de régions et de façon équitable. 
Des études sur ce thème avaient déjà été réalisées en France (Choquart, 1999 ; Deloffre, 2001) ; il 
aurait été intéressant de poursuivre ce travail et d’observer, ou non, une éventuelle évolution depuis 
20 ans. Cependant, l’obtention de ces données ne faisait pas partie des objectifs de ce travail.  
 
2. Les bartonelles 
 
Certains agents pathogènes transmis par les puces des chiens et des chats, en particulier les 
bartonelles, sont potentiellement zoonotiques, ce qui en fait une source de préoccupation pour les 
vétérinaires et les propriétaires d’animaux de compagnie. Plusieurs espèces de bartonelles ont pour 
vecteur reconnu C. felis : B. henselae, B. clarridgeiae, B. koehlerae, B. rochalimae et B. vinsonii subsp. 
berkhoffii (Chomel et al., 1996 ; Tsai et al., 2011). Par ailleurs, le chat est le principal réservoir de B. 
136 
 
henselae, B. clarridgiae et B. koehlerae (Chomel et Kasten, 2010) et le chien celui de B. rochalimae 
(Chomel et al., 2014b) et de B. vinsonii subsp. berkhoffii (Tsai et al., 2011). 
 
Dans la présente étude, 7,2 % (± 1,7 %) des échantillons de puces se sont révélés positifs pour 
Bartonella spp. Ces puces, de différentes espèces, ont été prélevées chez 21,7 % des chats et 4,8 % des 
chiens de la population. De plus, trois espèces de bartonelles ont été trouvées, à savoir B. henselae   
(60 %), B. clarridgeiae (38,5 %) et B. rochalimae (1,5 %). En France, une étude similaire a été réalisée 
sur 309 puces prélevées sur un total de 92 chats provenant de différentes régions avec, comme 
résultat, une prévalence de 26,2 % pour Bartonella spp. (Rolain et al., 2003). Parmi les puces positives, 
11,1 % l’étaient pour B. henselae, 67,9 % pour B. clarridgeiae, 17,3 % pour B. quintana et 3,7 % pour 
B. koehlerae. Toujours en France, une autre étude a révélé une prévalence de 3,5 % (22 puces sur 632) 
pour Bartonella spp. avec 5,4 % des chats et 9,5 % des chiens de la population porteurs de ces puces 
(Just et al., 2008). En Europe, des travaux plus récents réalisés au Royaume-Uni ont montré que          
11,3 % des 470 pools de puces étaient positifs pour Bartonella spp. dont 35 récoltés sur des chats, 
quatre sur des chiens et l’espèce de provenance des 14 derniers échantillons était inconnue (Abdullah 
et al., 2019). Quatre espèces différentes de bartonelles ont été détectées dans ces 53 pools de puces : 
B. grahamii (7,5 %), B. alsatica (1,9 %), B. clarridgeiae (50,9 %), B. henselae souche Houston - 1            
(32,1 %) et quatre échantillons n’ont pas donné de résultat après séquençage. Plus largement, d’après 
les articles publiés ces dix dernières années, la prévalence pour Bartonella spp. varie de 4,3 % à 90 % 
(Tableau 37).  
 
Pays/régions Espèces de puces 
Prévalences pour 
Bartonella spp. 
Espèces de bartonelles 
Hong-Kong 
(Šlapeta et al., 
2018) 
C. felis (n = 174) 15 % (3/20) 
B. henselae (33,3 % ; 1/3), B. clarridgeiae 
(66,7 % ; 2/3) 
Tunisie (Zouari et 
al., 2017) 
C. felis (n = 1803), C. canis 
(n = 266), P. irritans (n = 
109) 
14 % (121/866) 
B. elizabethae (8/81), B. henselae (50/81), B. 
clarridgeiae (4/81) 
Nouvelle-Zélande 
(Chandra et al., 
2017) 
C. felis (n = 228), P. irritans 
(n = 3) 
13,2 % (5/38) B. clarridgeiae (100 % ; 2/2) 
Géorgie (Šlapeta 
et Šlapeta, 2016) 
C. felis (n = 74) 90 % (18/20) 
B. henselae (50 % ; 6/12), B. clarridgeiae (50 
% ; 6/12) 
Algérie (Bessas et 
al., 2016) 
C. felis (n = 369), X. cheopis 
(n = 149), C. canis (n = 122) 
9,33 % (21/225) 
B. henselae (4,88 % ; 11/225), B. vinsonii 
subsp. berkhoffii (2,66 % ; 6/225), B. 
clarridgeiae (1,77 % ; 4/225) 
Costa Rica (Rojas 
et al., 2015) 
C. felis (n = 72),  
P. simulans (n = 21) 
8,6 % (8/93) 
B. henselae (1/8), B. clarridgeiae 
(1/8), Bartonella vinsonii subsp. berkhoffii 
(3/8), B. rochalimae (1/8) 
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Pérou (Rizzo et al., 
2015) 
Pulex spp. (n = 140), C. felis 
(n = 85), E. gallinacea (n = 
12), T. cavicola (n = 1) 
16,4 % (39/238), 
20,6 % (49/238) 
B. rochalimae (15,1 % ; 36/238 ou 19,3 % ; 
46/238), B. clarridgeiae (0,84 % ; 2/238), B. 
henselae (0, 42 % ; 1/238) 
 Territoires 
palestiniens 
(Nasereddin et al., 
2014) 
C. felis (n = 121), C. canis (n 
= 159), Xenopsylla sp. (n = 
9) 
22 % (64/289) 
B. clarridgeiae (46,7 % ; 30/64), B. henselae 
(25 % ; 16/64), B. koehlerae (3,1 % ; 2/64), B. 
elizabethae (5 % ; 3/64), B. tribocorum (1,6 




C. felis (n = 391), P. irritans 
(n = 130), Ctenocephalides 
spp. (n=30) 
4,3 % (24/554) 
B. clarridgeiae (42,9 % ; 3/7), B. henselae 
(57,1 % ; 4/7) 
Malaisie (Mokhtar 
et Tay, 2011)  
C. felis (n = 209) 32,5 % (68/209) 
B. henselae Houston - 1 (14,7 % ; 10/68), B. 
henselae Marseille (26,5 ; 18/68), B. 
clarridgeiae (58,8 ; 40/68) 
Taiwan (Tsai et al., 
2011) 
C. felis (n = 420) 9 % (38/420)  
B. henselae (68,4 % ; 26/38), B. clarridgeiae 
(23,7 % ; 9/38), B. koehlerae (7,9 % ; 3/38) 
Laos (Varagnol et 
al., 2009) 
C. orientis (n = 17), C. canis 
(n = 3), C. felis (n = 3) 
17,4 % (4/23) B. clarridgeiae (100 % ; 1/1) 
 
Tableau 37. Espèces de puces, prévalences pour Bartonella spp. et espèces de bartonelles identifiées 
 
Cependant, la comparaison directe des études de prévalence pour Bartonella spp. est délicate 
en raison des différences dans les protocoles d’extraction de l’ADN et de réalisation des PCR. En effet, 
plusieurs techniques peuvent être utilisées, telles que les PCR simplex/PCR multiplex (Stevenson et al., 
2003), les PCR classiques/PCR quantitatives (Lawrence et al., 2015) ou encore par utilisation du MALDI-
TOF MS (désorption-ionisation laser assistée par matrice) (El Hamzaoui et al., 2018). En effet, la PCR 
classique seule n’est peut-être pas la méthode présentant la meilleure sensibilité pour la détection de 
l’ADN de bartonelle dans les puces ou dans le sang d’un hôte comme rapporté par Drummond et al. 
(2018) qui suggèrent d’utiliser une PCR classique suivie d’une PCR nichée pour obtenir de meilleurs 
résultats. 
 
Le choix des amorces est également propre à chaque auteur. Divers gènes ou portions de gènes 
de Bartonella spp. ont été étudiés et amplifiés grâce à différentes amorces. On peut notamment citer 
les amorces ciblant l’acide ribonucléique ribosomal 16S (Matar et al., 1999 ; Pitulle et al., 2002), le gène 
de la citrate synthase (gltA) (Norman et al., 1995 ; Birtles et Raoult, 1996), le gène de la région 
d'espacement intergénique (ITS) entre les locus génétiques des ARN ribosomaux 16S et 23S (Birtles et 
al., 2000), le gène pap31 (Bowers et al., 1998) ou encore le gène rpo (sous-unité β de l’ARN 
polymérase). Chacune de ces amorces présente des avantages et des inconvénients : l’utilisation des 
amorces gltA permet d’étudier les relations évolutives entre les espèces de bartonelles de façon plus 
précise (Birtles et Raoult, 1996) et l’amplification du gène de la région d'espacement intergénique peut 
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être utilisée pour détecter différentes espèces de bartonelles bien qu’il existe des amplifications non-
spécifiques d’espèces de Mesorhizobium avec ces amorces (Maggi et Breitschwerdt, 2005) 
 
Dans notre étude, les puces positives pour Bartonella spp. ont subi une seconde PCR avec le 
couple d’amorces BhCS.1137n et BhCS.781p qui cible une mutation du gène gltA de B. henselae. 
D’après les résultats de cette PCR, seules quatre puces (CT91 F6, CT101 F1, CT101 F4 et CT106 F3) 
semblaient être infectées par une autre espèce de bartonelle. Suite au séquençage, les échantillons 
CT91 F6 et CT106 F3 se révèlent finalement être porteurs de B. henselae. De plus, de nombreux autres 
échantillons, positifs pour B. henselae d’après la PCR, se révèlent finalement infectés par B. clarridgeiae 
ou B. rochalimae. Ainsi, l’utilisation de ces amorces pour différencier B. henselae des autres espèces 
de bartonelles est critiquable. La spécificité de ces amorces oligonucléotidiques a été testée en utilisant 
de l’ADN purifié de plusieurs espèces de bactéries (Norman et al., 1995). Ainsi, un premier cycle 
d'amplification avec une température d’hybridation élevée (51°C) a été réalisé : aucun produit 
d'amplification n'a été observé pour B. elizabethae, B. vinsonii, B. bacilliformis ou encore R. rickettsii 
alors qu’un produit d’amplification PCR de 380 à 400 pb a été observé avec de l’ADN de B. henselae ou 
de B. quintana. Cependant, lorsque la température d’hybridation a été diminuée, l’ADN de B. vinsonii 
et l’ADN de B. elizabethae ont également été amplifiés. Cela indique que la spécificité de ces amorces 
n’est pas maximale.  
 
Dans cette étude, seules les puces des chats et chiens ont été récupérées. En effet, afin de 
maximiser le nombre d’animaux étudiés et de faciliter les manipulations et la collaboration des 
propriétaires, aucun prélèvement sanguin n’a été réalisé sur l’animal hôte. Cependant, il aurait été 
intéressant de vérifier le statut bactériémique des animaux au moment du prélèvement. Dans une 
étude réalisée en 2006, Lappin et al. ont trouvé que, pour la majorité des animaux étudiés, l’ADN des 
mêmes espèces de bartonelles était détecté chez les chats et les puces qui les infestaient. Une étude 
réalisée en France a, quant à elle, montré qu’il n’existait pas de corrélation entre la bactériémie d’un 
animal et la détection d’ADN de bartonelle dans les puces prélevées sur ce même animal (La Scola et 
al., 2002). Une manière de chiffrer la concordance entre la bactériémie de l’animal et les résultats de 
PCR sur les puces serait d’utiliser un coefficient statistique : le coefficient kappa (Persichetti et al., 
2016). Ainsi, plus ce coefficient est proche de 1, plus il est bon, donc meilleure est la concordance entre 
la bactériémie de l’animal et les résultats de PCR des puces. Au contraire, plus il est proche de 0 et plus 
il est médiocre, donc moins bonne est cette concordance. Ce coefficient a été déterminé pour 
différentes espèces de bartonelles : il s’est avéré médiocre pour B. henselae (k = 0,340) et mauvais 
pour B. clarridgeiae (k = 0,208). De même, la concordance entre les résultats sérologiques de 
Bartonella chez le chat et les résultats de la PCR sur les puces était médiocre (k = 0,292). Ainsi, les 
agents pathogènes trouvés dans les puces d’un animal ne reflètent pas forcément le statut 
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bactériémique ou sérologique de ce dernier. Enfin, à Taïwan, des chercheurs ont constaté une forte 
prévalence de puces positives pour B. clarridgeiae après réalisation de PCR et une très faible 
prévalence de cette bactérie chez le chat (Tsai et al., 2011). Par ailleurs, il est important de se rappeler 
que les bartonelles induisent des bactériémies transitoires et récurrentes ce qui complique la détection 
de ces agents pathogènes dans le sang. Ainsi, en fonction du moment de prélèvement et de la 
sensibilité des outils moléculaires, la prévalence peut être sous-estimée.  
 
Dans la présente étude, la totalité des puces infectées par B. henselae le sont par la souche 
nommée Houston ‐ 1 appartenant au sérotype Houston ou génotype I. Cependant, il existe un second 
sérotype appelé Marseille ou génotype II (Chomel et al., 2004 ; Boulouis et al., 2005). La prévalence 
respective de ces deux génotypes varie considérablement entre les populations des chats de 
différentes zones géographiques. Bartonella henselae de type Marseille est le génotype dominant des 
populations de chats originaires de l'Ouest des États-Unis, d'Europe Occidentale (France, Allemagne, 
Italie, Pays-Bas et Royaume-Uni) et d'Australie, alors que le type Houston est dominant en Asie (Japon 
et Philippines) (Boulouis et al., 2005). Bien que ces génotypes soient très proches, des études menées 
en Europe Occidentale et en Australie ont révélé que le génotype I était plus fréquemment isolé chez 
les patients humains atteints de la MGC, tandis que le génotype II est plus souvent rencontré chez le 
chat (Dillon et al., 2002 ; Chaloner et al., 2011). Par ailleurs, une étude réalisée en France, a montré 
que la division de B. henselae en deux groupes semble reposer sur un polymorphisme qui ne concerne 
qu'une partie limitée du génome, c’est-à-dire les gènes codant pour l'ARNr 16S, la protéine de 35 kDa 
et la protéine Pap31 (La Scola et al., 2002). En effet, les séquences de toutes les souches de B. henselae 
testées à partir du gène de citrate synthase partiel étaient identiques : le séquençage de cette région 
du génome ne permettrait donc pas de faire la différence entre les deux génotypes de B. henselae 
(Birtles et Raoult, 1996).  
 
À notre connaissance, seuls des cas de chats co-infectés par B. clarridgeiae et B. henselae ou 
par les deux génotypes de B. henselae, Marseille et Houston, ont été signalés (Gurfield et al., 2001 ; La 
Scola et al., 2002). Aucune étude ne mentionne le portage de plusieurs bartonelles par des puces 
retrouvées chez un même animal. Cependant cette information est à moduler car, dans la plupart des 
études trouvées dans la littérature, ce sont des pools de puces prélevées sur un même animal qui sont 
analysés, non pas des puces individuelles comme dans le présent travail. Rolain et al., en 2003, étaient 
convaincus que les techniques utilisées étaient assez sensibles pour détecter des co-infections dans 
les puces et que la compétition entre deux espèces de bartonelles limite la possibilité qu’elles soient 





3. Les rickettsies  
 
Dans la présente étude, 30,3 % ± 3,1 % des puces testées sont positives pour Rickettsia spp., 
soit 30,7 % des puces des chats et 29,5 % des puces de chiens. Parmi ces échantillons d’ADN, trois 
espèces de rickettsies ont été trouvées : R. felis dans 86,1 % des cas, R. asembonensis dans 12 % (avec 
les souches VGD7 et DB32B) et R. conorii dans 0,9 %. Le genre Rickettsia est divisé phylogénétiquement 
en quatre groupes distincts : les rickettsies du groupe du typhus (R. prowazekii et R. typhi), les 
rickettsies du groupe de la fièvre tachetée (R. rickettsii, R. conorii, R. africae, etc…), les rickettsies du 
groupe ancestral (R. canadensis, R. bellii) et le groupe de transition (R. akari, R. australis et R. felis) 
(Wood et Artsob, 2012). 
 
Rickettsia felis, dont le rôle pathogène pour l’Homme a été démontré (fièvre, éruptions 
cutanées, maux de tête), a pour hôtes définitifs nos animaux de compagnie et pour vecteur principal 
C. felis, la puce du chat. D’autres espèces de puces présentes chez les chats et chiens, comme P. 
irritans, C. canis, E. gallinacea et T. penetrans, peuvent transmettre cette rickettsie (Eisen et Gage, 
2012). Dans notre étude, si on considère que les puces d’un animal infectées par Rickettsia spp. le sont 
par la même espèce, la prévalence est de 27,1 % pour R. felis. En France, Rolain et al., en 2003, ont 
trouvé 25 puces positives aux rickettsies sur 309 analysées soit 8,1 % et toutes étaient porteuses de R. 
felis. Une étude semblable, réalisée sur 550 puces collectées chez 91 chats et 82 chiens, a mis en 
évidence une prévalence de 3 % à 37 % pour les chats et de 6 % à 43 % pour les chiens en fonction de 
la répartition géographique, soit une prévalence totale de 17,5 % (Gilles et al., 2008). La totalité des 
échantillons a été séquencée et ils sont tous revenus en faveur de R. felis. De plus, l’agent pathogène 
a déjà été détecté dans plusieurs espèces de puces en France : 85 C. felis, dix C. canis et une A. erinacei 
(Gilles et al., 2008). Ainsi, le pourcentage de puces infectées par R. felis, dans notre étude, est bien 
supérieur à ce qui a pu être observé auparavant bien que dans une étude menée Espagne, il s’élève à 
43,3 % (39/90) des pools de puces analysés (Gracia et al., 2015). 
 
Pour ce qui est de R. asembonensis, il s’agit d’une espèce génétiquement groupée avec 
d’autres R. felis-like organismes (RFLO) (Maina et al., 2019). R. asembonensis a initialement été décrite 
comme une Rickettsia spp. inconnue détectée chez diverses espèces de puces (C. felis, C. canis, E. 
gallinaceae, X. cheopis et P. irritans) prélevées sur divers animaux domestiques (chiens, chats et 
rongeurs) (Jiang et al., 2013). Ensuite, la caractérisation génétique de R. asembonensis grâce aux gènes 
rrs, gltA, ompA, ompB et sca4 ainsi que le séquençage du génome entier ont confirmé que cet agent 
pathogène était bien une espèce unique de rickettsie (Jima et al., 2015). Pour ce qui est du portage par 
les puces, R. asembonensis a été détectée dans 91,4 % (31/34) de Synosternus pallidus (Roucher et al., 
2012), dans 60,4 % (81/134) des pools au Kenya (Jiang et al., 2013), dans 100 % (38/38) des pools de 
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Xenopsyla rames en Israël (Rzotkiewicz et al., 2015), dans 0,3 % (2/597) des C. felis en Californie (Maina 
et al., 2016), dans 100 % (76/76) des C. felis testées au Pérou (Kocher et al., 2016), dans 35,9 % (60/167) 
des C. felis au Costa Rica (Troyo et al., 2016) et dans 37,7 % (20/53) des C. felis en Zambie (Moonga et 
al., 2019). Concernant les souches trouvées, à savoir VGD7 et DB32B, elles ont été isolées sur des puces 
C. felis au Pérou et des tiques R. sanguineus en Malaisie respectivement (Low et al., 2017 ; Loyola et 
al., 2018). À notre connaissance, c’est la première fois que R. asembonensis est détectée dans des 
puces récoltées en France. Pour le moment, cette bactérie a été détectée chez un patient malaisien 
souffrant de fièvre, myalgie, arthralgie, maux de tête, suffusion conjonctivale et pétéchies sur les 
membres (Kho et al., 2016) ainsi que dans le sang d'un chien domestique en Afrique du Sud (Kolo et 
al., 2016). Compte-tenu du faible taux de détection de cette espèce dans des puces ou chez des hôtes, 
il est difficile de faire un lien avec une potentielle pathogénicité, et cela nécessite davantage 
d'investigations. 
 
Rickettsia conorii, agent causal de la fièvre boutonneuse méditerranéenne, ainsi que son 
principal vecteur, R. sangineus, ont été décrits dans les années 1930 (Parola et al., 2013). Cette bactérie 
a déjà été identifiée dans des puces C. felis en Tunisie : 13 puces sur 205 analysées étaient porteuses 
de R. conorii soit une prévalence de 6,3 % (Khrouf et al., 2014). À notre connaissance, notre étude 
rapporte pour la première fois la circulation de l’agent étiologique de la fièvre boutonneuse 
méditerranéenne chez des puces C. felis en Europe. Comme les autres rickettsioses, cette maladie se 
caractérise par de la fièvre, des maux de tête et des éruptions maculopapuleuses mais aussi par des 
manifestations oculaires chez l’Homme (Balasundaram et al., 2018). 
 
D’après les résultats du séquençage réalisé dans notre étude, nous avons détecté des puces 
co-infectées par R. felis et B. henselae ou par R. felis et B. clarridgeiae. Les co-infections existent chez 
les puces et ont été décrites dans des travaux précédents. L’étude de Rolain et al. (2003) réalisée en 
France rapporte 12 co-infections de R. felis et B. quintana et cinq co-infections de R. felis et B. 
clarridgeiae. Cependant, c’est la première fois, à notre connaissance, qu’une co-infection de R. felis et 
de B. henselae est rapportée dans des puces en France. Par ailleurs, deux puces pour lesquelles le 
séquençage pour les bartonelles n’a pas donné de résultat d’espèce, sont également infectées par R. 
asembonensis. Ce type de co-infection n’a pas non plus, à notre connaissance, été rapporté en France.  
 
Comme observé pour les bartonelles, il semble difficile d’établir une concordance entre les 
rickettsies détectées par PCR dans le sang ou le statut sérologique de l’animal et dans les puces 
prélevées sur celui-ci (Gracia et al., 2015 ; Persichetti et al., 2016). 
 
Pour la recherche de rickettsies, il est de coutume de réaliser deux PCR successives avec des 
amorces oligonucléotidiques ciblant deux gènes différents (Rolain et al., 2003 ; Gilles et al., 2008). Dans 
certaines études, un couple d’amorce ciblant le gène de la citrate synthase (gltA) a d’abord été utilisé 
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(CS-877/CS-1273 ou RpCS.877p/ RpCS.1258n) puis, pour les échantillons positifs, un couple ciblant un 
gène codant pour une protéine de la membrane externe (ompB ou ompA) comme BM59/BM807 ou 
Rr190,70p/Rr 190,602n. Cette dernière PCR permettait, entre autres de confirmer la positivité de 
l’échantillon et de discriminer les groupes de rickettsies. Par manque de temps, cela n’a pas été réalisé 
lors de notre travail. 
 
Concernant les facteurs de risque, une étude a mis en évidence, de façon significative, que les 
chiens porteurs de puces positives à Rickettsia spp. sont plutôt des chiens de race et au contact de 
plusieurs personnes dans le foyer (Pacheco-Solano et al., 2019). Au contraire, les chiens errants et 
d'extérieur sont significativement moins souvent porteurs de puces positives, alors que c’est 
généralement l’inverse pour les bartonelles. Enfin, une dernière étude suggère que les chiens de 
petites races ont moins de chance d’être infestés de puces positives pour R. felis par rapport aux chiens 
de grande race, tout comme les chats à poils longs ou de race par rapport aux chats à poils courts (Teoh 
et al., 2018). Dans cette même étude, il ne semblait pas y avoir d'association statistiquement 
significative entre l’espèce ou le sexe de l’animal et la positivité des puces pour R. felis. Cependant, ces 
corrélations n’ont pas été retrouvées par tous les auteurs (Gracia et al., 2015).  
 
Enfin, lors de cette étude, nous avons remarqué que la totalité des puces présentes sur un 
même animal n’était pas toujours infectée par Bartonella spp. ou Rickettsia spp. Une première 
possibilité est que toutes les puces recueillies ne s’étaient pas encore gorgées au moment du 
prélèvement ou que les puces négatives l’étaient moins, comme les puces mâles par exemple (Dlugosz 
et al., 2014). En effet, la sensibilité de la PCR est telle que la détection ne se fait pas sous un certain 
seuil (Norman et al., 1995). Il aurait été intéressant, lors de la mise au point de la PCR, de réaliser une 
courbe de dilution de chaque suspension bactérienne et d’ADN de puce afin d’estimer la limite de 
détection du nombre de copies du gène gltA par chacune des PCR. Toutefois, des échantillons avec des 
densités optiques faibles, donc des dosages d’ADN très bas, ont été positifs pour les PCR Bartonella 
spp., B. henselae et Rickettsia spp. De même, au moment de la reconnaissance, nous aurions pu sexer 
les puces afin de vérifier cette hypothèse. Cette observation peut également s’expliquer par le fait 
qu’une puce nourrie sur un chat bactériémique peut excréter des bactéries pendant plusieurs jours, 
bien qu’elle soit passée sur un autre animal. Même si les puces ont tendance à rester sur le même 
hôte, cela est probable lorsque les animaux vivent en contact étroit au sein d’un même foyer (Beugnet 
et al., 2013). Pour terminer, il se pourrait que les puces positives présentes sur un animal soient issues 
de la descendance d’une puce contaminée par Bartonella spp. ou Rickettsia spp. Cette transmission 
verticale est connue pour R. felis et il a été montré que la bactérie pouvait être transmise à la 
progéniture pendant plus de 12 générations, sans nécessité de prendre un repas de sang contaminé.  
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Pour Bartonella spp. l’existence d’une transmission verticale est moins certaine, bien qu’étudiée par 
différents auteurs (Halos et al., 2004 ; Cotté et al., 2008 ; Morick et al., 2011 ; Morick et al., 2013b). De 
l’ADN de bartonelle a été trouvé dans les tissus reproducteurs de plusieurs espèces de puce, ce qui 
pourrait suggérer un risque de transmission transovarienne (Brinkerhoff et al., 2010 ; Kabeya et al., 
2011) mais elle n’a pas été prouvée chez les puces X. ramesis (Morick et al., 2011). De même, dans 
leurs travaux, Bouhsira et al. (2013a) ont montré que l’ADN de différentes espèces de bartonelles (B. 
henselae, B. clarridgiae, B. quintana, B. tribocorum, B. birtlesii) n’était pas retrouvé dans les œufs et 
les larves issus de puces infectées expérimentalement par ces mêmes espèces, suggérant l’absence 
d’une transmission verticale de Bartonella spp. chez C. felis. Mais, compte-tenu des différences 
existantes entre les espèces de puce, cette voie ne peut être totalement exclue et nécessiterait des 
investigations ultérieures. Une autre modalité de transmission, non ovarienne, de l’adulte aux stades 
immatures de la génération suivante a été suggérée. En effet l’exposition de larves de puces à des 
vides intestinaux et/ou à des fèces de puces adultes infectées par Bartonella spp. ont permis d’obtenir 
des adultes infectés, par transmission transstadiale (Morick et al., 2013b).  
 
Ces différentes hypothèses peuvent également expliquer le manque de concordance entre la 


































 Lors de cette étude, réalisée sur 191 carnivores domestiques, dont 129 chats et 62 chiens, nous 
avons prélevé et analysé 1 110 puces. Ctenocephalides felis a été retrouvée dans 96,1 % des cas, soit 1 
067 puces. Cette espèce était présente chez 100 % des chats et 87,1 % des chiens. Ctenocephalides 
canis, P. irritans et A. erinacei ont également été prélevées, uniquement sur des chiens. Elles 
correspondent respectivement à 2,4 %, 1,3 % et 0,09 % du nombre total de puces récupérées. Les 
données obtenues sur les animaux nous ont permis d’observer le caractère très cosmopolite et peu 
spécifique de C. felis, pouvant se retrouver chez les animaux de toute classe d’âge, quel que soit leur 
mode de vie et leur répartition géographique. Au contraire, C. canis et P. irritans ont plutôt été 
rencontrées sur des chiens vivant en zones rurales, dans des conditions semi-naturelles pour C. canis 
et proches d’animaux de rentes pour P. irritans.  
 
 Sur l’ensemble des échantillons, 67 étaient positifs pour Bartonella spp. dont 64 provenant de 
chats et 3 de chiens. Après séquençage, 20 échantillons correspondaient à B. henselae, 12 à B. 
clarridgeiae et un à B. rochalimae. Selon l’étude statistique réalisée sur les chats, les mâles entiers 
semblent être plus à risque d’être infestés de puces contaminées par des bartonelles. 
 
 Sur l’ensemble des échantillons, 257 étaient positifs pour Rickettsia spp. dont 173 provenant 
de chats et 84 de chiens. Après séquençage, 93 échantillons correspondaient à R. felis, 13 à R. 
asembonensis et un à R. conorii. Selon l’étude statistique réalisée, les chats en milieu rural semblent 
plus à risque d’être infestés de puces porteuses de rickettsies. Les études statistiques réalisées sur les 
chiens n’ont pas permis de mettre en évidence des facteurs de risque significatifs.  
 
 Cette étude montre que les enjeux concernant la prévention des infestations par les puces des 
chiens et des chats sont toujours d’actualité et ont une importance médicale considérable. En effet, la 
prévalence relativement élevée de ces bactéries zoonotiques chez les puces de nos animaux 
domestiques laisse entendre que ces dernières représentent une source de contamination pour 
l’Homme. Grâce aux résultats de cette étude, nous savons qu’il est nécessaire de continuer à éduquer 



































Continents Pays Années Espèces de puces identifiées 











































- - (El-Seify et al., 2016) 
Jordanie 1980 C. felis 48/78 61,5 - 100 (Morsy et al., 1980) 




Brésil 2011 C. felis 175/292 60 - 100 
(Mendes-de-Almeida et 
al., 2011) 








































































(Cantó et al., 2013) 
Asie 
Cambodge 1971 C. felis  - - - - (Klein, 1971) 
Chine 
2018 C. felis 8/8 100 - 100 (Šlapeta et al., 2018) 










- - (Schuster et al., 2009) 
Iran 
2011 C. felis 1/52 1,9 1/1 100 (Borji et al., 2011) 
2017 









(YAKHCHALI et al., 2017) 





















(Changbunjong et al., 
2009) 


































(Šlapeta et al., 2011) 











(R. F. Guzman, 1984) 
Europe 





































































































- - (Wall et al., 1997) 
Italie 2014 C. felis 29/29 100 97/97 100 (Giudice et al., 2014) 
Royaume Unis 
1981 C. felis 177/316 56 - 100 (Beresford‐Jones, 1981) 













































2014 Ctenocephalides spp. 235/1519 15,5 - 100 (Beugnet et al., 2014b) 
 











Continents Pays Années Espèces de puces identifiées 









































(Bessas et al., 2016) 
Nigeria 
2008 C. canis 27/202 13,4 - 100 
(Agbolade et al., 
2013) 




Argentine 2004 C. canis - 15,7% 819/819 100 














(Costa-Junior et al., 
2012) 






























































































(Wells et al., 2012) 
Cambodge 1971 
C. felis 
C. orientis  
X. cheopis 




2018 C. felis 9/9 100 - 100 (Šlapeta et al., 2018) 
2010 C. felis /120 - 141/141 100 (Tsai et al., 2010) 




























(Mosallanejad et al., 
2012) 






















































(Šlapeta et al., 2011) 






























































































































































































































(Giudice et al., 2014) 
Royaume Unis 
1981 















































(Abdullah et al., 
2019) 
 







Annexe 3. Fiche de renseignements 




Nom de l’animal : ………………………………………………………………………………………………………………………………………….. 
Nom du propriétaire : ……………………………………………………………………………………………………………………………………. 
Espèce :     Ο Chien      Ο Chat 
Date de naissance (jj/mm/aaaa) ou, par défaut, âge approximatif (en nombre d’années) : …………………………….. 
Race (ou description si croisement) : ……………………………………………………………………………………………………………… 
Sexe :        Ο Mâle entier           Ο Mâle stérilisé 
     Ο Femelle entière            Ο Femelle gestante/allaitante            Ο Femelle stérilisée 
Activité :   Ο Compagnie          Ο Chasse            Ο Gardiennage          Ο Reproduction          Ο Autre : …………………….. 
 
Date et motif de consultation : …………………………………………………………………………………………………………………….. 
 
Mode de vie :  
 
Lieu de vie :      Ο Ville               Ο Campagne 
 
Accès à l’extérieur :      Ο Oui               Ο Non 
Si oui, quel type d’extérieur :      Ο Balcon/terrasse  
               Ο Jardin du propriétaire 
               Ο Terrain plus vaste : parc/jardin public, champs, etc… 
Estimation du temps passé à l’extérieur le jour (hors tenue en laisse pour les chiens) : ……………...% 
L’animal passe-t-il la nuit dehors ? :       Ο Oui               Ο Non 
 
Y’a-t-il d’autres animaux au domicile du propriétaire ? :      Ο Oui               Ο Non 
Si oui, de quelle(s) espèce(s) et combien ? :  Ο Chien(s) : ………      Ο Chat(s) : ………      Ο Autre(s) : …………………….. 
 
L’animal entre-t-il en contact avec d’autres animaux que celui/ceux du foyer (si oui, lesquels) ? :   
Ο Non               Ο Oui : ……………………………………………………………………………………………………………………………………… 
 
Traitements antiparasitaires :  
 
1. Traitement contre les parasites externes :  
L’animal est-il traité contre les puces et les tiques ? :      Ο Oui               Ο Non 
Si oui, à quelle fréquence ? :       Ο 1 fois/mois               Ο 1 fois/2 mois               Ο 1 fois/3 mois          
        Ο 1 fois/6 mois            Ο 1 fois/an                      Ο Autre : ………………………. 
Si oui, avec quelle spécialité ? : ……………………………………………………………………………………………………………… 
A défaut, sous quelle forme ? :      Ο Pipette           Ο Comprimé           Ο Collier                Ο Shampoing          
           Ο Spray              Ο Poudre                 Ο Injection            Ο Autre : …………… 
Où avez-vous acheté ce traitement ? :      Ο Vétérinaire                Ο Animalerie                 Ο Pharmacie             
          Ο Grande surface         Ο Autres : ……………………………………………..      
Date du dernier traitement : ……………………………………….. 
 
2. Traitement contre les parasites internes :  
L’animal est-il traité contre les vers ? :      Ο Oui               Ο Non 
Si oui, à quelle fréquence ? :      Ο 1 fois/an      Ο 2 fois/an      Ο 3 fois/an      Ο 4 fois/an      Ο Autre : ………….. 
Si oui, avec quelle spécialité ? : ………………………………………………………………………………………………………………… 
A défaut, sous quelle forme ? :  Ο Pipette        Ο Comprimé        Ο Sirops        Ο Pâte        Ο Injection       
       Ο Autre : ………………………. 
Où avez-vous acheté ce traitement ? :      Ο Vétérinaire                Ο Animalerie                 Ο Pharmacie             
          Ο Grande surface         Ο Autres : ……………………………………………..      
Date du dernier traitement : ……………………………………….. 
 
Observations cliniques : 
 
Le propriétaire a-t-il remarqué du prurit (grattage, léchage, etc…) ? :  Ο Oui          Ο Non 
L’animal présente-t-il :  Ο Des dépilations          Ο De l’érythème           Ο Autre : ………………………….. 
 

























Je déclare avoir pris connaissance des informations suivantes : 
 
- Les analyses proposées reposent sur un prélèvement de puces dans le pelage de mon 
chien ou de mon chat. Les raisons de ces analyses m’ont été expliquées. 
 
- Ces prélèvements ont pour premier objectif d’effectuer une reconnaissance des différents 
types de puces pouvant infester mon animal. Le second objectif est d’évaluer, dans le Sud-
Ouest de la France, la prévalence d’agents pathogènes zoonotiques (i.e. pouvant être 
transmis de l’animal à l’homme) chez les puces. 
 
- Ma participation n’est nullement obligatoire. 
 
- Les prélèvements et analyses sont gratuits. 
 
- Les analyses seront effectuées par le laboratoire de parasitologie et de maladies 
parasitaires de l’Ecole Nationale Vétérinaire de Toulouse. 
 
- Les résultats de cette étude seront anonymes. 
 
Je consens que soient effectués, sur mon animal, le prélèvement de puces. 
 
 
Date :       Nom et prénom :  
 







Espèces de puces 
C. felis C. canis P. irritans A. erinacei 
Chien 1 2 2 0 0 0 
Chien 2 6 0 6 0 0 
Chien 3 6 6 0 0 0 
Chien 4 1 1 0 0 0 
Chien 5 7 7 0 0 0 
Chien 6 27 27 0 0 0 
Chien 7 6 6 0 0 0 
Chien 8 5 5 0 0 0 
Chien 9 2 0 0 2 0 
Chien 10 4 0 4 0 0 
Chien 11 1 1 0 0 0 
Chien 12 5 5 0 0 0 
Chien 13 8 8 0 0 0 
Chien 14 1 0 0 0 1 
Chien 15 5 5 0 0 0 
Chien 16 2 1 1 0 0 
Chien 17 1 1 0 0 0 
Chien 18 5 0 0 5 0 
Chien 19 7 1 0 6 0 
Chien 20 4 4 0 0 0 
Chien 21 6 6 0 0 0 
Chien 22 9 9 0 0 0 
Chien 23 5 5 0 0 0 
Chien 24 47 47 0 0 0 
Chien 25 2 2 0 0 0 
Chien 26 6 6 0 0 0 
Chien 27 10 10 0 0 0 
Chien 28 5 5 0 0 0 
Chien 29 3 3 0 0 0 
Chien 30 7 7 0 0 0 
Chien 31 7 6 0 1 0 
Chien 32 7 7 0 0 0 
Chien 33 8 8 0 0 0 
Chien 34 5 5 0 0 0 
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Chien 35 4 4 0 0 0 
Chien 36 6 6 0 0 0 
Chien 37 5 5 0 0 0 
Chien 38 4 4 0 0 0 
Chien 39 4 4 0 0 0 
Chien 40 2 1 0 1 0 
Chien 41 5 5 0 0 0 
Chien 42 2 2 0 0 0 
Chien 43 10 10 0 0 0 
Chien 44 5 5 0 0 0 
Chien 45 5 5 0 0 0 
Chien 46 6 0 6 0 0 
Chien 47 3 3 0 0 0 
Chien 48 3 0 3 0 0 
Chien 49 12 12 0 0 0 
Chien 50 7 7 0 0 0 
Chien 51 5 5 0 0 0 
Chien 52 11 11 0 0 0 
Chien 53 8 8 0 0 0 
Chien 54 4 4 0 0 0 
Chien 55 7 7 0 0 0 
Chien 56 7 0 7 0 0 
Chien 57 2 2 0 0 0 
Chien 58 1 1 0 0 0 
Chien 59 9 9 0 0 0 
Chien 60 2 2 0 0 0 
Chien 61 8 8 0 0 0 
Chien 62 1 0 0 0 0 
 

























Chat 12 C. felis 1 2 50 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1 
Chat 16 C. felis 1 5 20 % B. clarridgeiae souche 73 
Chat 42 C. felis 1 7 14 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1 
Chat 47 C. felis 3 5 60 % B. clarridgeiae souche 73 
Chat 51 C. felis 4 5 80 % B. clarridgeiae souche 73 
Chat 53 C. felis 1 2 50 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1 
Chat 61 C. felis 5 6 83 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1 
Chat 64 C. felis 1 12 8 % B. clarridgeiae souche 73 
Chat 66 C. felis 4 6 67 % B. clarridgeiae souche 73 
Chat 72 C. felis 1 6 17 % B. clarridgeiae souche 73 
Chat 73 C. felis 3 9 33 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1 
Chat 76 C. felis 3 6 50 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1 
Chat 88 C. felis 1 4 25 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1  
Chat 91 C. felis 3 6 50 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1 
Chat 92 C. felis 2 3 67 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1 
Chat 97 C. felis 3 6 50 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1 
Chat 101 C. felis 5 5 100 % B. clarridgeiae souche 73 
Chat 103 C. felis 3 9 33 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1 
Chat 106 C. felis 3 6 50 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1  
Chat 108 C. felis 4 5 80 % B. clarridgeiae souche 73 
Chat 109 C. felis 1 6 17 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1 
Chat 118 C. felis 2 5 40 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1 
Chat 119 C. felis 1 6 17 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1 
Chat 120 C. felis 1 5 20 % B. clarridgeiae souche 73 
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Chat 121 C. felis 2 4 50 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1 
Chat 123 C. felis 3 4 75 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1 
Chat 124 C. felis 1 5 20 % 
B. henselae souche du chromosome 
Houston - 1 
Chat 128 C. felis 1 3 33 % Absence de résultat 
Chien 9 P. irritans 1 2 50 % Absence de résultat 
Chien 54 C. felis 1 4 25 % B. rochalimae ATCC BAA-1498 
Chien 56 C. canis 1 6 17 % B. clarridgeiae souche 73 
 
Annexe 6. Espèces et nombre de puces positives pour Bartonella spp. par animal 



























































Chat 12 SO 1 M E C V O F 0 - < 50 Int O F CN, CT 2 N - N - 0 
Chat 16 SO 0,21 M E C V N - - Int O F LP 1 N - N - 1 
Chat 42 NO 0,75 F E A C O O 100 Ext O HF - - - - - - 0 
Chat 47 SO 0,16 M E C C O O 50 - < 100 Int O HF - - N - N - 1 
Chat 51 SO 0,5 M E A C O O 100 Ext O HF - - - - - - 0 
Chat 53 SO 1,5 M E A C O O 100 Ext O HF - - - - - - 0 
Chat 61 NO 7,29 F E C C O F 0 - < 50 Ext O F CT 1 N - O 1x-6 mois 3 
Chat 64 NO 2 F E C C O F 50 - < 100 Int O M CN, CT 5 N - N - 1 
Chat 66 NO 1,13 F E C C O O 0 - < 50 Int O M CT 1 O 1x-mois O 1x-3 mois 1 
Chat 72 NO 6 M E C C O F 100 Ext O M CN 1 N - N - 3 
Chat 73 SO 3,08 F E C V O F 50 - < 100 Int O M CT 2 O 1x N - 1 
Chat 76 SO 3 F E A C O O 100 Ext O HF - - - - - - 0 
Chat 88 SO 1 F E A V N - - Int N - - - - - - - 0 
Chat 91 SO 0,2 M E A C N - - Int O F CT 3 N - O 1x 0 
Chat 92 SO 0,2 M E A C N - - Int O F CT 3 N - O 1x 0 
Chat 97 SO 0,29 M E C C O O 100 Ext O M CT 10 N - N - 1 
Chat 101 SO 0,25 M E A C O O 100 Ext O HF - - N - N - 2 
Chat 103 SO 7,16 F S C V O F 50 - < 100 Int O M CT 3 N - O 1x-6 mois 0 
Chat 106 SO 0,25 F E A C O O 100 Ext O M ? - N - N - 1 
Chat 108 SO 0,33 M E C V O O 100 Ext O M CT 5 O 1x N - 0 
Chat 109 SO 0,25 M E C V O O 50 - < 100 Int O HF - - O 1x N - 0 
Chat 118 SO 0,75 F E A V O O 100 Ext O HF - - - - - - - 
Chat 119 SO 1 M E A V O O 100 Ext O HF - - - - - - - 
Chat 120 SO 6 M E A V O O 100 Ext O HF - - - - - - - 
Chat 121 SO 1 M E A V O O 100 Ext O HF - - - - - - - 
Chat 123 SO 0,33 M E A V O O 100 Ext O HF - - - - - - - 
Chat 124 SO 1 M E A V O O 100 Ext O HF - - - - - - - 
Chat 128 SO - - - - - - - - - - - - - - - - - - 
 

















Chat 7 C. felis 2 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 10 C. felis 2 4 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 12 C. felis 1 2 R. felis souche URRWXCal2 Positif 
Chat 13 C. felis 1 2 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 15 C. felis 8 11 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 19 C. felis 2 2 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 20 C. felis 1 1 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 21 C. felis 5 7 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 23 C. felis 4 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 25 C. felis 1 4 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 29 C. felis 2 4 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 30 C. felis 2 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 31 C. felis 2 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 32 C. felis 2 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 33 C. felis 3 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 36 C. felis 3 8 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 37 C. felis 5 7 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 38 C. felis 4 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 39 C. felis 3 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 40 C. felis 1 5 R. conorii souche Malish 7 Négatif 
Chat 41 C. felis 2 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 42 C. felis 2 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 43 C. felis 4 4 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 44 C. felis 4 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 46 C. felis 4 9 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 48 C. felis 1 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 49 C. felis 2 5 R. endosymbiont CF26B/US Négatif 
Chat 50 C. felis 1 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 51 C. felis 1 5 R. felis souche URRWXCal2 Positif 
Chat 52 C. felis 5 6 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 54 C. felis 1 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 55 C. felis 4 6 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 57 C. felis 1 2 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 59 C. felis 2 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 60 C. felis 1 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 61 C. felis 1 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
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Chat 64 C. felis 2 6 R. felis souche URRWXCal2 Positif 
Chat 66 C. felis 3 5 R. felis souche URRWXCal2 Positif 
Chat 70 C. felis 1 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 71 C. felis 2 2 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 72 C. felis 3 5 R. felis souche URRWXCal2 Positif 
Chat 74 C. felis 1 5 R. asembonensis VGD7 Négatif 
Chat 75 C. felis 1 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 78 C. felis 1 3 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 79 C. felis 2 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 80 C. felis 2 3 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 81 C. felis 3 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 82 C. felis 4 10 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 85 C. felis 5 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 86 C. felis 1 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 88 C. felis 3 4 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 89 C. felis 2 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 91 C. felis 3 5 R. felis souche URRWXCal2 Positif 
Chat 92 C. felis 3 3 R. felis souche URRWXCal2 Positif 
Chat 93 C. felis 1 3 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 95 C. felis 1 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 102 C. felis 5 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 106 C. felis 1 5 R. felis souche URRWXCal2 Positif 
Chat 108 C. felis 5 5 R. felis souche URRWXCal2 Positif 
Chat 109 C. felis 4 5 R. felis souche URRWXCal2 Positif 
Chat 110 C. felis 3 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 113 C. felis 3 4 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 115 C. felis 1 1 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 116 C. felis 1 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 117 C. felis 2 3 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 121 C. felis 3 4 R. felis souche URRWXCal2 Positif 
Chat 124 C. felis 1 5 R. felis souche URRWXCal2 Positif 
Chat 125 C. felis 2 4 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 126 C. felis 2 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 127 C. felis 3 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chat 128 C. felis 3 3 R. asembonensis VGD7 Positif 
Chien 2 C. felis 1 6 R. asembonensis VGD7 Négatif 
Chien 3 C. felis 4 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 5 C. felis 5 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 7 C. felis 4 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
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Chien 8 C. felis 3 5 R. asembonensis VGD7 Négatif 
Chien 9 P. irritans 2 2 R. asembonensis VGD7 Positif 
Chien 13 C. felis 1 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 14 A. erinacei 1 1 R. asembonensis VGD7 Négatif 
Chien 15 C. felis 5 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 16 C. felis 1 2 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 17 C. felis 1 1 R. asembonensis VGD7 Négatif 
Chien 18 P. irritans 3 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 19 P. irritans 1 7 R. asembonensis VGD7 Négatif 
Chien 20 C. felis 4 4 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 21 C. felis 3 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 22 C. felis 1 5 
R. asembonensis souche 
DB32B 
Négatif 
Chien 26 C. felis 1 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 31 C. felis 2 5 R. asembonensis VGD7 Négatif 
Chien 33 C. felis 2 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 35 C. felis 2 4 R. asembonensis VGD7 Négatif 
Chien 36 C. felis 3 5 
R. asembonensis souche 
DB32B 
Négatif 
Chien 37 C. felis 3 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 38 C. felis 4 4 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 39 C. felis 1 4 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 43 C. felis 2 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 44 C. felis 2 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 49 C. felis 3 6 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 50 C. felis 4 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 51 C. felis 2 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 52 C. felis 2 6 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 53 C. felis 5 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 55 C. felis 3 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 59 C. felis 1 5 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
Chien 60 C. felis 1 2 Pas de résultat Négatif 
Chien 62 C. felis 1 1 R. felis souche URRWXCal2 Négatif 
 




































Chat 7 SO 0,71 F E C V O O 50 - < 100 Ext O HF / / O 1x O 1x 1 
Chat 10 SO 2,42 M S C C O O 50 - < 100 Int O M CT 1 O 1x/mois O 1x/3 mois 2 
Chat 12 SO 1 M E C V O F 0 - < 50 Int O F CN, CT 2 N / N / 0 
Chat 13 SO 4,42 F E C V O O 50 - < 100 Ext O M CT 1 O 1x/6 mois O 1x 0 
Chat 15 SO 0,54 F E C V O F 50 - < 100 Ext N / / / N / N / 1 
Chat 19 SO 3,5 F S A C O F 50 - < 100 Ext O HF / / O 1x/3 mois O 1x 0 
Chat 20 SO 0,125 M E C C N / / Int N / / / N / N / 0 
Chat 21 SO 2,08 F E C V O F 0 - < 50 Int O M CT 1 N / N / 0 
Chat 23 SO 1,42 F S C V O F 0 - < 50 Ext O HF / / O 1x/2 mois O 1x 1 
Chat 25 SO 7 F S C V O F 50 - < 100 Int O HF / / O 1x/3 mois O 1x/an 2 
Chat 29 SO 0,25 F E C V N / / Int N / / / O 1x O 1x/mois 2 
Chat 30 SO 1 F S C C N / / Int O F CN, CT 2 O 1x N / 4 
Chat 31 NO 1 M E A C O O 100 Ext O HF / / / / / / 0 
Chat 32 NO 0,66 F E A C O O 100 Ext O HF / / / / / / 0 
Chat 33 NO 3 M S C C O O 50 - < 100 Ext O HF / / N / N / 1 
Chat 36 NO 0,75 F E A C O O 100 Ext O HF / / / / / / 0 
Chat 37 NO 0,75 F E A C O O 100 Ext O HF / / / / / / 0 
Chat 38 NO 0,75 F E A C O O 100 Ext O HF / / / / / / 0 
Chat 39 NO 0,75 M E A C O O 100 Ext O HF / / / / / / 0 
Chat 40 NO 0,29 M E C C O F 50 - < 100 Int O F CN 1 O 1x/mois O 1x/mois 1 
Chat 41 NO 0,75 M E A C O O 100 Ext O HF / / / / / / 0 
Chat 42 NO 0,75 F E A C O O 100 Ext O HF / / / / / / 0 
Chat 43 NO 0,83 F E C C O O 50 - < 100 Int O M CT 1 N / N / 0 
Chat 44 NO 0,25 M E C C O F 0 - < 50 Int O HF / / N / N / 1 
Chat 46 SO 5,37 M S C V O F 50 - < 100 Ext O M CT 1 O 1x/mois O 1x/9 mois 1 
Chat 48 SO 1,25 M E C C O O 50 - < 100 Ext O HF / / N / N / 1 
Chat 49 SO 6,5 M E C C O O 100 Ext O M CN, CT 3 N / N / 2 
Chat 50 SO 2 F E A C O O 100 Ext O HF / / / / / / 0 
Chat 51 SO 0,5 M E A C O O 100 Ext O HF / / / / / / 0 
Chat 52 SO 1 F E A C O O 100 Ext O HF / / / / / / 0 
Chat 54 SO 4 F E A C O O 100 Ext O HF / / / / / / 0 
Chat 55 SO 2,58 M S C V O O 50 - < 100 Ext O HF / / O 1x/mois N / 0 
Chat 57 SO 0,6 F E C V O O 50 - < 100 Int O M CT 4 N / O 1x 0 
Chat 59 NO 1,42 F S C C O O 50 - < 100 Int O M LP 1 O 1x/6 mois N / 0 
Chat 60 NO 12 F E C C O O 50 - < 100 Int O M CN, CT 2 N / N / 1 
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Chat 61 NO 7,29 F E C C O F 0 - < 50 Ext O F CT 1 N / O 1x/6 mois 3 
Chat 64 NO 2 F E C C O F 50 - < 100 Int O M CN, CT 5 N / N / 1 
Chat 66 NO 1,125 F E C C O O 0 - < 50 Int O M CT 1 O 1x/mois O 1x/3 mois 1 
Chat 70 NO 2 F E C C O O 50 - < 100 Ext O HF / / O 1x/3 mois O 1x/4 mois 1 
Chat 71 NO 0,5 F E C V O F 0 - < 50 Int O HF / / O 1x N / 2 
Chat 72 NO 6 M E C C O F 100 Ext O M CN 1 N / N / 3 
Chat 74 SO 1 F E A C O O 50 - < 100 Ext O M CT 2 O 1x/2 mois O 1x/4 mois 1 
Chat 75 SO 0,125 F E A C O O 100 Ext O HF / / / / / / 0 
Chat 78 NO 0,125 F E A C O O 100 Ext O M CT 1 / / / / 0 
Chat 79 SO 2,5 M S A C O O 100 Ext O HF / / O / O / 2 
Chat 80 SO 2,5 M S A C O O 100 Ext O HF / / O / O / 0 
Chat 81 SO 4,46 M S C C O O 50 - < 100 Ext O HF / / O 1x/an O 1x/an 0 
Chat 82 SO 0,33 M E A C O F 50 - < 100 Ext O HF / / O 1x/2 mois O 1x/3 mois 0 
Chat 85 SO 11,50 F S C V O O 0 - < 50 Int N / / / O 1x/mois O / 2 
Chat 86 SO 1,25 F E C V O O 50 - < 100 Ext O HF / / N / N / 0 
Chat 88 SO 1 F E A V N / / Int N / / / / / / / 0 
Chat 89 SO 0,5 F E A C O O 100 Ext O HF / / / / / / 0 
Chat 91 SO 0,2 M E A C N / / Int O F CT 3 N / O 1x 0 
Chat 92 SO 0,2 M E A C N / / Int O F CT 3 N / O 1x 0 
Chat 93 SO 0,2 F E A V N / / Int N / / / N / N / 1 
Chat 95 SO 0,55 M E C C N / / Int O F CT 1 O 1x/mois N / 0 
Chat 102 SO 9,08 F S C V N / / Int O F CN, CT 5 N / N / 0 
Chat 106 SO 0,25 F E A C O O 100 Ext O HF / / N / N / 1 
Chat 108 SO 0,33 M E C V O O 100 Ext O M CT 5 O 1x N / 0 
Chat 109 SO 0,25 M E C V O O 50 - < 100 Int O HF / / O 1x N / 0 
Chat 110 SO 0,5 M S C C O O 50 - < 100 Ext O HF / / O 1x N / 0 
Chat 113 SO 0,66 F E C C O O 50 - < 100 Ext O HF / / N / N / 0 
Chat 115 SO 0,46 M E A V N / / Int O F CT 1 O 1x O 1x 0 
Chat 116 SO 0,5 F E A C O F 0 - < 50 Int O M CT 3 N / N / / 
Chat 117 SO 1 F E A V O O 100 Ext O HF / / / / / / / 
Chat 121 SO 1 M E A V O O 100 Ext O HF / / / / / / / 
Chat 124 SO 1 M E A V O O 100 Ext O HF / / / / / / / 
Chat 125 SO 0,46 M E A V N / / Int O F CT 1 O 1x O 1x 1 
Chat 126 SO 0,46 F E C V O F 0 - < 50 Int O F CT 1 O 1x/mois O 1x 1 
Chat 127 SO 0,46 M E C V O F 0 - < 50 Int O F CT 1 O 1x/mois O 1x 2 
Chat 128 SO / / / C / / / / / / / / / / / / / / 

































Chien 2 SO 10,00 F E A C O 3 Ext 1 HF - - 1 3 1 2 2 
Chien 3 SO 0,92 F E C V O 1 Int 1 HF - - 1 1 1 1 1 
Chien 5 SO 0,67 F E C V O 1 Int 1 F 1 1 1 1 1 2 0 
Chien 7 SO 2,42 M E C V O 1 Int 1 F 1 1 1 4 1 2 0 
Chien 8 SO 0,25 M E C C F 3 Ext 1 HF - - 1 1 1 1 1 
Chien 9 SO 11,17 M E T C O 2 Int 1 M 1 1 0 - 0 - 1 
Chien 13 SO 11,17 M E C V O 1 Int 1 F 1 3 0 - 0 - 0 
Chien 14 SO 4,17 F E C V O 1 Int 0 - - - 1 3 1 2 0 
Chien 15 SO 9,50 M S C C F 2 Int 1 HF - - 1 - 1 4 2 
Chien 16 NO 13,08 F E C C O 3 Ext 1 HF - - 0 - 0 - 2 
Chien 17 SO 0,67 M E C V O 1 Ext 1 M 1 1 0 - 1 1 0 
Chien 18 SO 0,17 M E A C O 3 Ext 1 HF - - - - - - 0 
Chien 19 SO 0,17 M E A C O 3 Ext 1 HF - - - - - - 0 
Chien 20 SO 0,37 M E A V O 3 Ext 1 HF - - 1 1 1 1 1 
Chien 21 SO 3,50 F E T V O 3 Ext 1 M 2 2 1 4 1 3 1 
Chien 22 NO 1,50 F E C C O 2 Ext 1 M 2 4 1 2 1 4 1 
Chien 26 NO 11,75 M E C V O 1 Int 1 HF - - 1 3 1 3 1 
Chien 31 NO 10,00 F E C C O 2 Int 1 M 1 3 1 3 1 3 1 
Chien 33 NO 4,00 M E C C O 2 Int 1 HF - - 0 - 0 - 2 
Chien 35 NO 10,00 M S C C O 2 Ext 1 M 1 3 0 - 0 - 0 
Chien 36 NO 6,66 M E T C O 2 Int 1 HF - - 1 3 1 3 1 
Chien 37 NO 9,13 F S C V O 1 Int 1 M 1 1 1 2 1 4 2 
Chien 38 SO 14,18 M E C V F 1 Int 1 M 1 2 1 3 0 - 2 
Chien 39 SO 1,08 F S T C O 2 Ext 1 M 2 3 1 3 1 3 0 
Chien 43 SO 13,50 F S T C O 2 Ext 1 M 1 1 1 4 1 3 2 
Chien 44 SO 11,00 F E C V O 2 Int 1 M 1 1 0 - 0 - 1 
Chien 49 SO 2,00 F S A C O 3 Ext 1 HF - - 1 3 1 2 0 
Chien 50 SO 10,00 F E T C O 3 Ext 1 M 2 2 1 - 1 - 2 
Chien 51 SO 11,00 M S C C O 1 Int 1 M 2 2 1 2 1 2 2 
Chien 52 SO 12,50 M S C V F 1 Int 1 F 1 1 1 2 1 4 2 
Chien 53 SO 3,25 F S C C O 2 Ext 1 M 1 1 0 - 1 3 0 
Chien 55 SO 1,25 F E C V O 2 Int 1 M 1 3 1 2 1 3 2 
Chien 59 SO 1,33 F E C C O 1 Int 1 M 2 2 1 3 1 3 1 
Chien 60 SO 3,08 F E C V F 1 Int 1 M 1 1 1 2 1 2 0 














































ABDULLAH, Swaid, HELPS, Chris, TASKER, Séverine, NEWBURY, Hannah et WALL, Richard, 2019. Pathogens in 
fleas collected from cats and dogs: distribution and prevalence in the UK. In : Parasites & Vectors. 6 février 
2019. Vol. 12, n° 1, p. 71. DOI 10.1186/s13071-019-3326-x. 
ABRAMOWICZ, K. F., WEKESA, J. W., NWADIKE, C. N., ZAMBRANO, M. L., KARPATHY, S. E., CECIL, D., BURNS, J., 
HU, R. et EREMEEVA, M. E., 2012. Rickettsia felis in cat fleas, Ctenocephalides felis parasitizing opossums, San 
Bernardino County, California. In : Medical and Veterinary Entomology. 1 décembre 2012. Vol. 26, n° 4, 
p. 458-462. DOI 10.1111/j.1365-2915.2012.01017.x. 
ADAM, Adam A, SAEED, Osman M, IBRAHIM, Hussein M, EL MALIK, Hussein Y et AHMED, Mohammed E, 2012. 
Case report. Dipylidium caninum infection in a 41-year-old Sudanese man in Nyala, Sudan: The first reported 
case in Sudan in 2006. In : Al Neelain Medical Journal. 2012. p. 37-42. 
ADJEMIAN, Jennifer, PARKS, Sharyn, MCELROY, Kristina, CAMPBELL, Jill, EREMEEVA, Marina E., NICHOLSON, 
William L., MCQUISTON, Jennifer et TAYLOR, Jeffery, 2010b. Murine Typhus in Austin, Texas, USA, 2008. In : 
Emerging Infectious Diseases. Mars 2010. Vol. 16, n° 3, p. 412-417. DOI 10.3201/eid1603.091028. 
AGBOLADE, Olufemi Moses, SOETAN, E. O., AWESU, A., OJO, Johnson Adeyemi, SOMOYE, O. J. et RAUFU, S. T., 
2013. Ectoparasites of Domestic Dogs in Some Ijebu Communities, Southwest Nigeria. In : World Applied 
Sciences Journal. 2013. Vol. 3, n° 6, p. 916-920. 
AKUCEWICH, Lisa H, PHILMAN, Kendra, CLARK, Abby, GILLESPIE, Jeromey, KUNKLE, Gail, NICKLIN, Constance F 
et GREINER, Ellis C, 2002. Prevalence of ectoparasites in a population of feral cats from north central Florida 
during the summer. In : Veterinary Parasitology. 16 octobre 2002. Vol. 109, n° 1, p. 129-139. 
DOI 10.1016/S0304-4017(02)00205-4. 
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RÉSUMÉ : Cette étude, réalisée dans le grand Ouest de la France, a permis d’établir la prévalence de Bartonella 
spp. et Rickettsia spp., bactéries zoonotiques, dans des puces de chiens et de chats. Au total 191 animaux ont 
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(30,3%) pour Rickettsia spp. Après séquençage, 60,6 % des bartonelles étaient des B. henselae, 36,4% des B. 
clarridgeiae, et une B. rochalimae. Concernant les rickettsies, 86,1% correspondaient à R. felis et 12% à R. 
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as Bartonella spp. and Rickettsia spp., in fleas of dogs and cats. In total, 191 animals were included in the study, 
and 1100 fleas were collected, identified and analyzed individually by PCR. C. felis was found on 100% of cats and 
87% of dogs. C. canis, P. irritans and A. erinacei were only found on dogs. Amongst the extracted samples, 67 
(7.2%) were positive for Bartonella spp. and 257 (30.3%) were positive for Rickettsia spp. After sequencing, 60.6% 
of the Bartonella positive samples were identified as B. henselae and 36.4% as B. clarridgeiae. Only one B. 
rochalimae was identified. Regarding Rickettsia, 86.1% were identified as R. felis and 12% as R. 
asembonensis. Only one R. conorii was found. This study confirms the importance of antiparasitic treatments in 
cats and dogs in the prevention of the transmission of zoonotic bacteria to humans and animals.  
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